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Dans la filière avicole de type chair, les bactéries présentes sur la coquille de l’œuf après 
la ponte sont encore très peu caractérisées, mais elles peuvent avoir des impacts sur la santé du 
poussin et, ultimement, sur la santé publique. L’objectif de cette étude était de décrire le 
microbiote fécal des oiseaux reproducteurs de poulet de chair et celui retrouvé à la surface de 
leurs œufs pondus afin d’évaluer une possible transmission de l’écosystème microbien fécal 
parental vers la surface de l’œuf. Douze troupeaux d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair 
(Québec, Canada) ont été échantillonnés en deux temps. En utilisant une technologie de 
séquençage ciblant l’ARN ribosomal 16S des bactéries (la métagénomique 16S), nos analyses 
ont révélé que la composition et la structure des deux communautés bactériennes étaient 
significativement différentes (p<0.001). Aussi, le facteur temps (2 périodes d’échantillonnage à 
intervalle de 4 semaines) et le facteur troupeau (identité du lot d’oiseaux) influençaient 
significativement (p<0.05) les diversités alpha et beta des microbiotes. Ce sont 1790 unités 
taxonomiques opérationnelles (OTUs) qui étaient communes aux fèces et aux coquilles d’œufs 
et ce, indépendamment du moment d’échantillonnage. Des séquences associées à des genres 
bactériens potentiellement pathogènes et à celles retrouvées dans les flores d’altération, i.e 
Acinetobacter, Campylobacter, Escherichia/Shigella, Helicobacter, Listeria, Proteus, 
Pseudomonas, Salmonella et Staphylococcus, étaient également partagées entre les deux types 
d’échantillons. Aussi, certaines OTUs, très représentées dans le microbiote fécal, n’étaient pas 
présentes à la surface des œufs, suggérant une sélection lors du transfert et/ou une contamination 
environnementale. À notre connaissance, il s’agit de la première étude s’appuyant sur la 
métagénomique 16S à décrire la contribution du transfert de l’écosystème microbien fécal des 




ainsi qu’à caractériser les communautés bactériennes présentes dans les fèces d’oiseaux 
reproducteurs de poulet de chair et à la surface des œufs pondus.  
Mots clés : Transmission bactérienne, microbiote fécal, microbiote à la surface de la coquille 

























 In chicken broiler production, microbial populations present on the surface of the 
eggshell after laying are still poorly characterized, though they may significantly impact poultry 
and public health. The aim of this study was to describe the microbiota of both broiler breeder 
hens’ feces and of the surface of the eggs laid by these birds in order to evaluate the transfer of 
the parental fecal microbial ecosystem to the surface of laid eggs. Twelve breeder flocks in 
Québec, Canada were sampled at two different times. Using 16S metagenomic, we showed that 
the bacterial community composition and structures of both microbiomes differ (p<0.001). We 
also showed that both the sampling time and the flock identity were significantly (p <0.05) 
influencing both the alpha and beta-diversity of the studied microbiomes. Results revealed 1790 
operational taxonomic units (OTUs) shared between feces and eggshell samples and this, 
regardless of the sampling time. Sequences associated with genera of potentially pathogenic or 
spoilage bacteria such as Acinetobacter, Campylobacter, Escherichia/Shigella, Helicobacter, 
Listeria, Proteus, Pseudomonas, Salmonella and Staphylococcus were shared between both 
sample types. Interestingly some OTUs highly represented in the fecal microbiota were not 
present on the egg surface, suggesting a selection during microbiota transfer and/or an 
environmental contamination. To our knowledge, this is the first study using 16S rRNA 
sequencing to describe the contribution of the transfer from the laying hens fecal microbial 
ecosystem to the establishment of the microbiota on the surface of laid eggs, as well as the 
bacterial communities at both the broiler breeder feces and the eggshell levels. 
 
Keywords: Bacterial transmission, fecal microbiota, eggshell microbiota, broiler breeders, 16S 
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 La viande de volaille est non seulement une source importante de protéines, de vitamines 
et de minéraux de haute qualité, mais c’est également le produit carné le plus maigre et le plus 
abordable disponible dans le monde. Tout ceci soutient la valeur économique de cette denrée 
(Hou et al, 2016). Conséquemment, l'industrie du poulet de chair s'est considérablement 
développée au cours des dernières décennies (Leeson et al, 2005). Cependant, les poulets jouent 
un rôle important en tant que réservoirs contribuant à la transmission d'agents pathogènes 
d'origine alimentaire (Kaakoush et al, 2014). Récemment, une méta-analyse européenne sur la 
prévalence des agents pathogènes dans la viande de volaille a révélé que Campylobacter avait 
la prévalence la plus élevée avec 48,6%, suivie de Staphylococcus aureus avec 39,9%, de 
Listeria monocytogenes avec 21% et de Salmonella spp. avec 3.2% (Gonçalves-Tenorio et al, 
2018). 
 
 L’environnement intestinal des volailles peut être colonisé par ces bactéries 
pathogènes, mais aussi par de nombreuses populations de micro-organismes, incluant des 
bactéries transitoires et des bactéries commensales (Videnska et al, 2013), formant ainsi le 
microbiote intestinal. La relation symbiotique hôte-bactéries dans le tractus gastro-intestinal 
(TGI) est primordiale pour la croissance et la santé de l'hôte (Apajalahti et al, 2004). Grâce à 
l’arrivée des méthodes dites « culture-indépendantes », comme l’approche métagénomique 
16S, le microbiote intestinal aviaire est de mieux en mieux caractérisé (Zhu et al, 2002). Le 
gène codant pour l’ARN ribosomal (ARNr) 16S est présent dans la sous-unité ribosomique 30S 
de tous les procaryotes et est ubiquitaire, ce qui fait de ce dernier un marqueur de choix pour 
étudier des populations de micro-organismes, comme celles habitant dans le tube digestif des 




 Dans la production de poulets de chair, des études sur le microbiote ont été menées 
principalement au niveau de l’élevage, donc chez les poulets de chair, plutôt qu’au niveau de 
l’amont de la production, soit chez les oiseaux reproducteurs. De plus, ces études se sont 
concentrées principalement sur la caractérisation des différents segments du TGI de ces oiseaux 
(Zhu et al, 2002; Lu et al, 2003; Gong et al, 2006); alors que quelques-unes seulement ont 
inclus l’étude des fèces (Kaakoush et al, 2014; Videnska et al, 2014; Pauwels et al, 2015; Hou 
et al, 2016). Il a été rapporté que de nombreux facteurs influençaient la composition du 
microbiote intestinal aviaire, notamment l'âge (Knarreborg et al, 2002; Videnska et al, 2013). 
L’effet de l’âge a été démontré chez des poulets de chair entre eux (Knarreborg et al, 2002), 
mais aussi entre des poulettes (oiseaux en croissance) et des poules adultes (oiseaux en ponte) 
(Videnska et al, 2013). Cet effet n’a toutefois pas été démontré chez des poules en cours de 
ponte à différents âges. Plusieurs études ont prouvé que des bactéries pathogènes du poulet, 
mais aussi des bactéries responsables de toxiinfections alimentaires, lorsqu’elles se retrouvent 
sur la surface des coquilles d'œufs peuvent infecter les poussins éclos, pouvant ainsi 
potentiellement affecter la santé du poulet tout au long de sa croissance et, ultimement, 
augmenter le risque sanitaire pour les produits carnés dérivés de ces poulets (Glávits et al, 1984; 
Cox et al, 1997a; Forgetta et al, 2011; Poulsen et al, 2017). Dans ce contexte, caractériser la 
composition et la diversité des communautés bactériennes présentes plus haut dans la pyramide 
de production de poulets de chair à l’aide d’approches moléculaires pourrait aider à mieux gérer 
les risques pour la santé animale, mais aussi ultérieurement pour la santé publique, associés à 





 Juste après la ponte, la température de l’œuf, jusqu’à présent de 42oC dans le système 
reproducteur de la poule, chute brutalement puisque l’œuf se retrouve dans un environnement 
extérieur plus froid. Ceci engendre ainsi une pression négative qui augmente les chances pour 
les bactéries présentes à la surface de la coquille de l’œuf de pénétrer à travers la coquille et de 
contaminer le contenu de l’œuf (Gantois et al, 2009). Plusieurs études ont montré que la 
présence de contamination à la surface de la coquille pouvait être attribuée à divers facteurs 
environnementaux tels que le type d’élevage des oiseaux (Jones et al, 2016), le taux de ponte 
(Chemaly et al, 2009), l’aliment, l'eau, les matières fécales, la poussière (Im et al, 2015), la 
litière (Quarles et al, 1970), le duvet (Sivaramalingam et al, 2013) et l'état de la cuticule de 
l’œuf (Sparks et al, 1985). Des études ont aussi montré que la matière organique humide 
faciliterait la survie, voire même la croissance de certaines bactéries pathogènes (Gantois et al, 
2009). Les communautés microbiennes fécales des poules reproductrices de poulet de chair 
représentent les premières bactéries rencontrées par l’œuf durant et après la ponte. Toutefois, 
la contribution de ces micro-organismes à l’établissement du microbiote retrouvé à la surface 
de l’œuf reste encore majoritairement inconnue. 
 
 Les communautés bactériennes présentes à la surface de la coquille d'œuf sont encore 
très mal caractérisées, bien qu'elles soient les premières bactéries rencontrées par les poussins 
après l’éclosion. La majorité des données disponibles sur les communautés bactériennes 
présentes à la surface de la coquille de l’œuf proviennent principalement d’études menées sur 
des œufs destinés à la consommation humaine et les résultats ont été obtenus à l’aide de 
méthodes reposant sur la bactériologie classique. Les seules études utilisant le séquençage du 




(Shawkey et al, 2009; Lee et al, 2014; van Veelen et al, 2017) dont l’une a été menée sur les 
œufs de poules pondeuses (Neira et al, 2017). De plus, ces études n’ont pas pu documenter la 
diversité inter-troupeaux, la diversité à travers le temps, ni fournir des données propres aux 
premiers maillons de la chaîne de production de poulets de chair. 
 
 En réponse à ces défis, les objectifs du présent projet étaient de décrire l’écosystème 
microbien fécal des oiseaux reproducteurs de poulet de chair et le microbiote retrouvé à la 
surface des œufs pondus, afin d’évaluer le transfert du microbiote fécal parental vers la surface 




























































2.1 Production de poulet 
 
La production mondiale annuelle de viande de poulet de chair est passée de 41 millions 
à 68 millions de tonnes entre 1993 et 2005. Durant ces mêmes années, en Amérique du Nord, la 
production de viande de poulet est passée de 13 millions à 21 millions de tonnes (Leeson and 
Summers, 2005). Les plus gros producteurs mondiaux de poulet sont les États-Unis, la Chine, 
l’Union Européenne et le Brésil. Ces derniers ont produit à eux seuls 61% de la production 
mondiale de poulet en 2005. Cette même année, le Canada se classait au 13e rang avec une 
production représentant 1.4% (Diarra et al, 2014).  
 
2.1.1 Aperçu du portrait de l’industrie des producteurs de poulet du 
Canada 
 
Les producteurs de poulet du Canada, un organisme créé en 1978, comptait en 2017, 
2 735 producteurs, dont 744 au Québec, 182 usines de transformations, dont 47 usines sous 
inspection fédérale et 135 usines faisant l’objet d’une inspection provinciale. Cette même année, 
la consommation de poulet a été partagée entre les divers secteurs du marché, avec les achats au 
détail représentant 59%, la restauration rapide 24%, la restauration service complet 12%, ainsi 
que les hôtels et institutions 5% (Agriculture et Agroalimentaire Canada, 2018) et la contribution 
de l’industrie avicole canadienne au produit intérieur brut (PIB) du pays a été de 6,8 milliards 
de dollars (Les Producteurs de poulet du Canada, 2018).  
 
En plus d’être une protéine maigre et saine, le poulet est depuis plusieurs années la 
protéine animale la plus populaire au Canada. En 2017, les canadiens ont consommé 33,1 kg de 




(Les Producteurs de poulet du Canada, 2018). Le poulet doit en partie sa popularité à son prix 
concurrentiel qui peut être jusqu’à 50% moindre que celui de la viande de porc et ne représenter 
que le quart du prix des produits de bœuf. Le coût de production dépend bien sûr de plusieurs 
facteurs, l’un des plus importants étant l’alimentation des animaux. La production de soja et de 
maïs étant en hausse, il y a une plus grande disponibilité de ces intrants, abaissant ainsi les coûts 
de production et par le fait même les prix de vente. Pour l’année 2017, les producteurs canadiens 
de poulet ont produit un volume de 1 203,7 Mkg de viande et le Québec a été la deuxième 
province ayant été la plus productrice avec 328,2 Mkg, juste derrière l’Ontario avec 401,3 Mkg 
(Les Producteurs de poulet du Canada, 2018). Il est intéressant de souligner que plus de 60% de 
la production canadienne provenait de ces deux provinces (Agriculture et Agroalimentaire 
Canada, 2018b).  
 
L’organisme des Producteurs de poulet du Canada est muni d’un système de gestion de 
l’offre qui a pour but de s’assurer que les allocations de contingents provinciaux soient 
respectées afin que chaque province produise un volume de poulet préalablement établi, incluant 
le commerce interprovincial. En d’autres termes, ce système s’assure que la production de 
poulets réponde à la demande du marché. Les allocations étaient très élevées en 2017, atteignant 
pratiquement la capacité maximale de production pour certains éleveurs et rendant l’utilisation 
de la totalité du contingent plus difficile. Les importations de poulets en 2017 au Canada ont été 
de 85,0 Mkg. La majorité des poulets provenaient des États-Unis, suivis du Brésil et de la 
Thaïlande. Cette même année, les exportations de poulets ont été de 134,1 Mkg. Des 44 pays 
importateurs, les plus importants étaient les États-Unis, les Philippines et Taïwan, suivis par 




2018b). En ce qui a trait au commerce interprovincial, le Québec était le deuxième plus grand 
exportateur et importateur de poulets vivants après l’Alberta et le Nouveau-Brunswick, 
respectivement.   
 
Les Producteurs de poulet du Canada fixent annuellement leurs priorités de recherche. 
Pour 2017, ces priorités visaient 1) la réduction de l’utilisation des antibiotiques et l’élimination 
de l’usage préventif des antibiotiques, 2) la recherche pour les soins des animaux et 3) la 
recherche pour la réduction des agents pathogènes à la ferme et au lieu de transformation. Les 
Producteurs de poulet du Canada font d’ailleurs partie d’un groupe de travail sur le contrôle de 
Salmonella et de Campylobacter dans la volaille qui regroupe « l’Initiative de réduction des 
agents pathogènes » et « le Groupe de travail sur Salmonella Enteritidis ».  
 
2.1.2 Pyramide de la filière avicole chair 
 
 L'organisation pyramidale complète des filières avicoles, comme la filière de type chair, 
est généralement établie comme suit (Figure 1). Au sommet de la pyramide, on retrouve les 
élevages pedigree correspondant aux ancêtres de la race pure ayant été minutieusement 
sélectionnés lors des contrôles aux nids-trappes. Le principe des nids-trappes ou pondoirs-
trappes est que lorsque la poule entre dans le nid pour pondre, une porte se referme derrière elle 
afin que chaque oeuf pondu soit associé à la bonne poule pondeuse à l’aide d’un numéro se 
retrouvant à la fois sur une étiquette pour l’œuf et sur une bague d’aile pour la poule. Ce suivi 
rigoureux permet, sur une longue période, de noter plusieurs données importantes comme le 
taux de ponte, la longueur de la période de ponte, la grosseur des œufs, l’état des coquilles et le 




grands-parentaux représentant un élevage qualifié de facultatif. Ensuite, ces poules produisent 
les grands-parentaux. C'est à cet étage de la pyramide que se dessine la structure 
organisationnelle des filières avicoles au Canada. En fait, on compte un seul troupeau d’oiseaux 
qualifiés de grands-parentaux au pays; il s'agit de poules pondeuses commerciales de race 
Lohmann et le troupeau se situe en Ontario (Hébert, 2017). Pour la filière avicole de type chair, 
le Canada ne possède pas de troupeaux de grands-parentaux; son organisation canadienne débute 
avec les troupeaux de parentaux; étage de la pyramide où la multiplication a lieu (Guémené, 
2014). Pour ce qui est des troupeaux d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair, on compte 
environ 4 000 à 6 000 têtes part lot et ces derniers pondent des œufs sur une période d’environ 
35 à 40 semaines (Producteurs de poulet du Canada, 2019a). Les oiseaux destinés aux parquets 
de reproduction doivent être choisis rigoureusement et doivent préférablement provenir d’une 
lignée améliorée. Dans ce cas-ci, les lignées mâles doivent être différentes de celles des femelles. 
Les oiseaux sélectionnés à ce stade doivent être parfaits autant au niveau de leur grosseur, que 
de leur couleur et autres standards propres à la race (Ministère fédéral de l'agriculture, 1949). 
Les œufs pondus par les oiseaux reproducteurs sont dirigés vers un couvoir et son incubés durant 
18 à 21 jours, à la suite de quoi, des poussins vont éclore (Producteurs de poulet du Canada, 
2019b). Si les œufs issus des oiseaux reproducteurs sont insalubres ou infectés, ils sont plutôt 
dirigés vers la filière de ponte pour être pasteurisés puis transformés. Une fois les poussins éclos, 
ceux-ci sont transférés vers une ferme d'élevage où ils y resteront durant environ 35 jours, pour 
ensuite transiter vers l'abattoir avant d’être mis en marché sous forme de viande destinées aux 
consommateurs (Producteurs de poulet du Canada, 2019b). Dans le présent projet de recherche, 
ce sont les troupeaux de parentaux associés à la filière avicole chair (étage de la multiplication) 





Figure I. L’organisation pyramidale de la filière avicole chair. 
 
2.1.3 Le soin et la manipulation des oiseaux reproducteurs de poulet de 
chair 
 
 Les bonnes pratiques recommandées pour le soin et la manipulation des oiseaux 
reproducteurs dans la filière chair sont mises en place afin d’optimiser les capacités de 
production tout en respectant la santé et le bien-être animal. En effet, depuis plusieurs années, 
la manipulation et le contrôle des lignées génétiques, ainsi que d’autres facteurs 
environnementaux ont permis d’augmenter considérablement la production des poulets de chair 
ce qui entraîne toutefois des défis en termes de bien-être animal, en partie reliés à la croissance 













 Les poules et les coqs sont élevés séparément puisqu’ils n’atteignent pas la maturité 
sexuelle et la taille corporelle voulues exactement au même âge. Arrivé à maturité, ces oiseaux 
sont élevés en enclos mixtes de femelles et de mâles. Le ratio poule/coq est primordial afin 
d’assurer une reproduction optimale et d’établir une hiérarchie stable afin d’éviter aux oiseaux 
un stress qui pourrait se traduire par des problèmes comportementaux. Habituellement, les coqs 
doivent représentés entre 6 et 10% du troupeau, mais cela varie en fonction de l’âge du troupeau; 
le ratio tend à diminuer avec l’âge. Des coqs d’appoint peuvent être incorporés dans le troupeau 
lors de la période de ponte afin de favoriser une meilleure fertilité, une pratique que l’on nomme 
« spiking ». La densité maximale d’oiseaux sur un même parquet est de 34kg/m2 et afin 
d’améliorer la productivité, un système d’éclairage séparant artificiellement le jour et la nuit, 
est mis en place, ce qui permet également de réduire le picage des plumes (oiseau qui arrache 
les plumes d’un congénère avec son bec) et de favoriser une bonne santé globale des oiseaux. 
L’éclairage, la ventilation, la disposition des nids (facilité d’accès, inclinaison et hauteur des 
rampes d’accès, position par rapport aux autres installations) et le ratio poules/nids 
(recommandation de 4 à 7 oiseaux/nid) sont quant à eux tous des facteurs influençant 
l’utilisation des nids, et donc la production des œufs. Comme les oiseaux reproducteurs sont 
sélectionnés génétiquement pour leur ratio de conversion alimentaire élevé, l’accès à l’eau et à 
la moulée leur est parfois restreint afin d’éviter une croissance trop rapide et une prise de poids 
excédentaire qui pourrait diminuer leur taux de ponte (CNSAE, 2016).  
 
 
 Finalement, la surveillance constante de la santé des oiseaux par le relevé des données 
d’élevage est essentielle afin de suivre le comportement des oiseaux (répartition des oiseaux 




respiration, capacité à se lever, boiteries, blessés, malades, morts) de façon générale. Les oiseaux 
morts doivent être retirés chaque jour et le tout est noté dans un registre prévu à cet effet. Si la 
présence d’une maladie dans le troupeau est suspectée, il est nécessaire de consulter un 
vétérinaire et de soumettre des échantillons (oiseaux, eau, moulée, litière, air ou autres) afin 
d’effectuer une analyse plus approfondie. Des procédures de nettoyage et d’assainissement des 
équipements et des lieux doivent également être exécutées de façon régulière afin d’éviter 
l’accumulation de matières organiques qui pourraient réduire la qualité de l’air et favoriser la 
multiplication d’agents potentiellement pathogènes (CNSAE, 2016). En fait, plusieurs mesures 
peuvent être mises en place afin de prévenir l’introduction et la multiplication d’agents 
pathogènes au sein d’un troupeau. Parmi celles-ci, la mise en place de protocoles de vaccination 
et de lutte contre les parasites ou de lutte contre les animaux ravageurs/nuisibles est suggérée. 
La mesure la plus importante reste l’application stricte de mesures de biosécurité.  
 
2.1.4 Norme nationale de biosécurité pour les fermes avicoles 
 
La Norme nationale de biosécurité pour les fermes avicoles correspond à une série de 
mesures de biosécurité que peuvent appliquer volontairement les propriétaires de productions 
avicoles au Canada. Chaque ferme est donc responsable de développer et de mettre en place un 
plan de biosécurité qui lui est propre et de sa bonne mise en application.  
 
Le terme biosécurité désigne « les mesures requises pour se protéger contre 
l’introduction et la propagation des maladies infectieuses » (Agence Canadienne d’Inspection 
des Aliments, 2018). En d’autres mots, les producteurs doivent prendre tous les moyens 




contamination du troupeau (principe de l’exclusion). Si un troupeau est infecté, l’objectif est 
alors d’éviter que l’agent pathogène ne se propage dans les autres troupeaux de la ferme le cas 
échéant (principe du confinement). Selon l’agent pathogène, les oiseaux infectés ne vont pas 
nécessairement montrer de signes cliniques. On dit alors qu’ils sont des porteurs 
asymptomatiques. Ces derniers peuvent par contre contaminer l’environnement ou leurs 
congénères par le biais de leurs excrétions ou déjections. Les micro-organismes présents dans 
les aérosols peuvent aussi contaminer les équipements, les pneus, les vêtements et les chaussures 
des travailleurs, augmentant ainsi le risque de transmission vers d’autres troupeaux. 
 
Afin d’éviter une telle situation, il est primordial que les éleveurs établissent un plan de 
biosécurité efficace adapté aux risques pour leur exploitation. Ceci implique une évaluation 
continue du risque, en identifiant et en caractérisant les dangers (biologiques ici), en 
caractérisant et en évaluant les conséquences de l’exposition pour l’élevage et finalement, en 
caractérisant le risque. La mise en place des mesures de biosécurité afin gérer les risques 
associés aux dangers identifiés (e.g. des agents pathogènes ou des animaux indésirables) et un 
suivi de l’application des mesures établies afin de prévenir et de contrôler ces dangers font aussi 
partie intégrante d’un programme efficace. Au Canada, les nombreuses éclosions de maladies 
d’origines aviaires, comme l’influenza aviaire en Colombie-Britannique en 2014 (Agence 
Canadienne d’Inspection des Aliments, 2017a) et en Ontario en 2015 (Agence Canadienne 
d’Inspection des Aliments, 2017b), démontrent qu’une gestion inadéquate des risques tout au 
long de la chaîne de production peut avoir d’importantes conséquences, non seulement sur 




Aliments, 2018). Voici des exemples de mesures de biosécurité recommandées sur les fermes 
avicoles. 
                  Mesures de biosécurité sur les fermes avicoles 
1. Créer une zone d’accès contrôlé et une zone d’accès restreint où sont hébergés les 
oiseaux afin de limiter la propagation des maladies. 
2. Augmenter la surveillance des oiseaux à la suite d’un évènement représentant un 
risque plus élevé (ex : la visite d’intervenants, l’arrivée de nouveaux oiseaux, l’arrivée 
de nouveaux équipements, lors d’éclosions locales, etc.). 
3. Retirer immédiatement les oiseaux morts afin d’éviter la contamination des autres 
oiseaux ou du bâtiment. 
4. Gérer les bâtiments selon le principe « tout plein/tout vide » (ne pas avoir des 
troupeaux avec des oiseaux de différents âges) afin de rendre plus efficace le 
nettoyage et la désinfection. 
5. Faire un vide sanitaire d’au moins 14 jours entre les troupeaux afin de diminuer la 
présence d’agents pathogènes. 
6. Avoir des procédures d’hygiène sévères et obligatoires pour les personnes qui entrent 
en contact avec les oiseaux. 
7. Avoir un bon programme de nettoyage des installations et des équipements avant 
l’arrivée d’un nouveau troupeau. 
8. Avoir un bon programme d’assainissement des locaux, des bâtiments, des 
équipements et des véhicules qui entrent sur le site. 
9. Restreindre le personnel ou les intervenants qui doivent entrer dans les bâtiments où 
sont logés les oiseaux. 
10. Si une personne doit entrer dans plusieurs bâtiments, établir un ordre de visite allant 
des oiseaux les plus jeunes aux plus âgés et des plus sains aux plus malades. 
11. Éviter d’aller sur différents sites de production pendant une même journée. 
12. Faire l’installation de douches à l’entrée et à la sortie des bâtiments et exiger un 
changement complet de vêtements. 
13. Mettre des vêtements et des gants propres avant de manipuler des oiseaux. 
14. Mettre des couvres bottes ou des bottes propres à l’entrée de chaque bâtiment. 
 
Tableau I. Exemples de mesures de biosécurité sur les fermes avicoles (CNSAE, 2016; Agence 









2.2 Production des œufs d’incubation 
 
2.2.1 Aperçu du portrait de l’industrie des producteurs d’œufs d’incubation 
du Canada 
 
En 2017, le Canada comptait 241 producteurs d’œufs d’incubation de poulets de chair, 
dont la grande majorité (>90%) étaient membres des Producteurs d’œufs d’incubation du 
Canada (POIC). Une quarantaine de couvoir incubant ces œufs étaient aussi dénombrés. Pour 
cette même année, les plus gros producteurs d’œufs destinés à l’incubation étaient le Québec et 
l’Ontario. Au total, plus de 905 millions d’œufs de poussins à chair ont été incubés et le prix 
moyen de ces poussins était 54 ¢ l’unité. Toujours en 2017, les exportations s’élevaient à près 
de 40 millions d’œufs d’incubation réparties dans 22 pays et totalisant près de 70 millions de 
dollars. Le plus gros importateur était les États-Unis, suivis par la Russie, la Turquie et la 
Pologne (Agriculture et Agroalimentaire Canada, 2018a).  
 
Les producteurs d’œufs d’incubation de poulets de chair du Canada ont mis sur pied un 
programme volontaire afin de maintenir la confiance des consommateurs en matière de salubrité 
des aliments « de la ferme à la table » et ceci grâce à leurs bonnes pratiques de production (BPP). 
Ce programme a pour nom « Programme canadien pour la qualité des œufs d’incubation 
(PCQOIMC) ». Ce programme national est fondé sur les principes de l’analyse des dangers et la 
maîtrise des points critiques ou « Hazard Analysis Critical Control Point » (HACCP), lesquels 
sont reconnus internationalement. Le PCQOIMC comprend trois points de contrôles critiques. Le 
premier concerne l’utilisation des médicaments : il ne doit pas y avoir de résidus médicamenteux 
dans les œufs non aptes à l’incubation destinés à la consommation humaine, ni y avoir de résidus 




Le deuxième concerne le tri des œufs : le pourcentage d’œufs présentant des défauts permis 
(saleté, taches ou fêlure) dans un lot ne doit pas dépasser la norme nationale qui est de 3%. 
Finalement, la température d’entreposage des œufs non aptes à l’incubation qui sont destinés 
pour la consommation humaine et redirigés vers des classificateurs commerciaux et aux 
consommateurs doit être conforme aux normes établies (Producteurs d’œufs d’incubation du 
Canada, 2015). Voici des exemples de BPP du PCQOIMC.  
Bonnes pratiques de production (BPP) 
o! Le troupeau d’origine doit avoir été testé négatif pour le dépistage de Salmonella 
Enteritidis ou Salmonella Typhimurium DT104 et le tout doit être confirmé par écrit. 
o! Soumettre des échantillons de poussins d’un jour (analyse de duvet) et des échantillons 
environnementaux après 16 semaines d’âge et avant la mise en production d’œufs 
d’incubation à des cultures bactériologiques pour détection de S. Enteritidis et S. 
Typhimurium DT104. 
o! L’eau doit être analysée chaque année et être d’une qualité microbiologique acceptable, 
i.e. lorsqu’aucun échantillon ne contient plus de 10 coliformes totaux par 100 ml d’eau, 
et lorsqu’aucun des coliformes détectés n’est un coliforme fécal. 
o! Entre chaque cycle de production, les bâtiments de poulettes d’élevage et de ponte 
doivent être lavés et désinfectés minutieusement. 
o! Lors du ramassage des œufs, il ne faut pas manipuler les oiseaux vivants ou morts. 
o! Toutes les deux semaines, le triage des œufs d’incubation doit être surveillé en 
examinant au moins 1% de la production quotidienne afin de déterminer le nombre 
d’œufs sales, souillés ou fêlés.  
o! Les tables de ramassage des œufs doivent être nettoyées quotidiennement et 
désinfectées hebdomadairement avec un produit approuvé pour les surfaces en contact 
avec les aliments. 
o! Le plancher des locaux d’entreposage des œufs doit être nettoyé et désinfecté après le 
ramassage pour la livraison des œufs ou hebdomadairement. 
o! Le couvoir doit être accrédité HACCP 
o! Le fournisseur de moulée doit être accrédité HACCP 
 
Tableau II. Exemples de bonnes pratiques de production (BPP) (Producteurs d’œufs 
d’incubation du Canada, 2015). 
 
La mise en place et le respect ou non de ces BPP par les producteurs sont déterminants 
pour le transfert des bactéries des fèces vers la surface des coquilles d’œufs. Par exemple, le fait 




pathogène, comme Salmonella, diminue le risque de contamination de la surface de la coquille 
des œufs par des fèces infectées, provenant de poules qui auraient pu sécréter le pathogène si le 
statut positif du troupeau n’avait pas été détecté au départ. 
Les œufs destinés à l’incubation doivent être ramassés au moins trois fois par jour et 
ceux récoltés dans les nids ne doivent pas être mélangés avec ceux trouvés au sol. Une fois les 
œufs collectés, ces derniers doivent être nettoyés avec une brosse. Le lavage des œufs destinés 
à l’incubation n’est pas recommandé, excepté pour les œufs plus sales. Cependant, avant de 
nettoyer et d’assainir les œufs, le producteur doit consulter le couvoir puisque ces étapes sont 
facultatives et des méthodes précises peuvent être recommandées, si nécessaire (CNSAE, 2016). 
Lors d’un tel lavage, les œufs doivent être trempés dans une eau à 40oC à laquelle un désinfectant 
comme l’hypochlorite de sodium peut être ajouté. Il est primordial que la température initiale 
de l’eau soit supérieure à celle de l’œuf et monte durant tout le processus de lavage pour éviter 
la création d’une pression négative dans l’œuf et limiter ainsi le risque de migration des bactéries 
de la surface vers l’intérieur. Ensuite, une étape de fumigation permettra de réduire les risques 
que les agents pathogènes puissent pénétrer la coquille. Cette étape peut être effectuée avec du 
formaldéhyde et du permanganate de potassium (Agriculture Canada, 1990).  
 
Divers facteurs peuvent affecter le pourcentage d’éclosion : l’âge des parents, le temps 
d’entreposage des œufs, ainsi que la température et le niveau d’humidité dans la salle 
d’entreposage (CNSAE, 2016). Afin de s’assurer de conserver les embryons en dormance, les 
œufs fertilisés doivent être ensuite entreposés entre 16-17oC (durée d’une semaine) et 11-12oC 
(plus longue période de temps) avec une humidité relative de 80-88% jusqu’à la mise en 




éclosabilité optimale, les œufs doivent être incubés un maximum de sept jours après leur ponte 
et être positionnés la pointe vers le bas (CNSAE, 2016). Afin de mieux comprendre l’importance 
des BPP à adopter lors de la manipulation des œufs d’incubation et ainsi réduire au minimum 
les risques de contamination microbienne, voici quelques notions à savoir sur l’œuf. 
  
2.2.2 La formation de l'œuf  
 
 La formation de l'œuf dure environ 26 heures (Solomon, 1997) et se déroule dans le 
système reproducteur de la poule, qui est formé d'un ovaire et d’un oviducte. Le trajet 
qu'emprunte l'œuf de l'ovaire jusqu'au cloaque et sa structuration sont présentés à la Figure 2. 
Dans l'ovaire se déroule la formation des follicules ovariens, correspondant au jaune de l'œuf 
(vitellus). Selon leur stade de maturation, les follicules seront de différentes grosseurs et chaque 
jour, le plus mature et souvent le plus gros des follicules se détache de la paroi ovarienne au 
niveau du sigma, la partie où il n'y a pas de vaisseaux sanguins. Ensuite, le jaune entre dans 
l'oviducte, qui possède cinq régions fonctionnelles. Tout d'abord, il y a l'infundibulum qui 
capture le follicule ovarien mature et le mène vers le magnum, où est produit l'albumen (blanc 
de l'œuf). Durant ce passage, le jaune tourne sur lui-même afin que les chalazes s'enroulent entre 
elles et stabilisent le jaune au centre de l’albumen. Ce dernier passe alors dans l'isthme où il y a 
la formation des membranes de la coquille, puis dans l'utérus où se forme la membrane 
coquillère qui devient la coquille de l'œuf. Des petits cristaux de calcium se forment et prennent 
de l'expansion, laissant seulement de petits pores par lesquels s'effectueront les échanges 
gazeux. Une pellicule organique se dépose alors : la cuticule. Finalement, l'œuf arrive dans le 
vagin juste avant d'être éjecté par le cloaque. Immédiatement après la ponte, étant donné que la 




contenu de l'œuf perd du volume et une chambre à air se forme à l'extrémité de l'œuf. Si l'œuf 
est fécondé (disque germinatif) et incubé, le poussin se servira lors de l’éclosion de la chambre 
à air pour respirer.  
 
Des bactéries, comme Salmonella, possèdent des caractéristiques intrinsèques pour 
interagir avec les organes reproducteurs de la poule et également avec les composants de l'œuf. 
Pour Salmonella, les gènes favorisant ce tropisme sont réunis sur des îlots de pathogénicité 1 
(SPI-1) et 2 (SPI-2) (Gantois et al, 2009). Cette bactérie peut coloniser les cinq régions 
fonctionnelles de l’oviducte, puis ensuite contaminer les différents composants de l'œuf (Gast 
et al, 1990; Humphrey et al, 1991; Keller et al, 1995; Miyamoto et al, 1997; De Buck et al, 
2004). Nous allons donc faire référence à cette bactérie afin d'expliquer la contamination 
verticale de l’œuf.  
 















2.2.3 La contamination de l’œuf : l’exemple de Salmonella Enteritidis 
 
 De façon générale, il y a deux chemins possibles que peut emprunter S. Enteritidis pour 
contaminer l'œuf. Il peut y avoir une transmission horizontale : une route fréquemment 
empruntée par les bactéries selon un certain nombre d'auteurs (Adler, 1965; Mishu et al, 1991). 
Il peut y avoir une transmission verticale, qui selon la plupart des auteurs, est la voie de 
transmission la plus importante en termes de conséquence (Gantois et al, 2009; Gast et al, 1990; 
Guard-Petter, 2001; Miyamoto et al, 1997). Dans les fermes d'élevage, la poule est généralement 
contaminée par S. Enteritidis de façon orale. La bactérie pénètre ensuite dans le tractus digestif, 
colonisant la lumière de l'intestin, pour ensuite envahir les cellules épithéliales. Cela provoque 
l'arrivée des macrophages du système immunitaire vers le site d'infection et ces cellules 
immunitaires phagocytent alors la bactérie. Cette étape est cruciale, puisque la bactérie a la 
capacité de survivre et se multiplier dans les macrophages. Ces derniers se dirigent vers les 
organes internes, favorisant ainsi une propagation systémique de la bactérie, comprenant sa 
localisation au niveau des organes reproducteurs. Il peut y avoir une contamination directe du 
jaune, des membranes vitellines, de l'albumen, des membranes de la coquille et de la coquille 
elle-même causée par une infection des ovaires, de l'infundibulum, du magnum, de l'isthme et 
de la coquille, respectivement. Cela correspond à une contamination verticale, de la poule à son 
œuf en développement. En effet, certaines bactéries ont la capacité de survivre et de croître dans 
l'albumen et sur la membrane vitelline malgré le fait que cet environnement soit antibactérien 
(Gantois et al, 2009). Il faut noter que le jaune de l’œuf est un environnement riche en nutriments 
et que la migration de certaines bactéries vers cette structure pourra permettre leur multiplication 
(Gantois et al, 2009). En plus de cette transmission verticale, la transmission horizontale figure 




être contaminé par les fèces durant son passage dans le cloaque de la poule, par l’environnement 
du couvoir (duvet contaminé) ou par d’autres éléments de l’environnement du poulailler, comme 
la litière et la poussière. À la suite d’une contamination horizontale, il y a une possibilité pour 
certaines bactéries de pénétrer la coquille de l’œuf par l’entremise de microfissures ou lorsque 
l’œuf vient tout juste d’être pondu, par exemple (De Reu, 2006). Il est important de noter que 
les poules infectées ne produisent pas des œufs contaminés à une fréquence constante. Pour ce 
qui est de la contamination d’un troupeau par Salmonella, la production d’œufs contaminés à la 
surface de leur coquille (contamination horizontale) par la bactérie sera d’environ 1,05% 
(Chemaly et al, 2009). En ce qui concerne les risques de contamination de l'intérieur de l'œuf, 
il semble qu'avant la ponte, des facteurs internes à l'œufs puissent intervenir dans le contrôle de 
la contamination par Salmonella. Effectivement, une étude en France a démontré que si environ 
le tiers des œufs en formation dans l'oviducte de poules infectées contenaient la bactérie, après 
la ponte, les œufs dont le contenu était contaminé (contamination verticale) ne représentaient 
que 0 à 0,6% de la production totale (Feuillet, 2007). Il est important de noter que l’œuf possède 
plusieurs moyens de défenses intrinsèques afin de l’aider à lutter contre la contamination 
microbienne. 
 
2.2.4 Le système de défense de l’œuf 
 
L’œuf possède de nombreux mécanismes de défense physiques et chimiques contre la 
contamination microbienne. Juste après la ponte, l’œuf qui est intègre, i.e. sans craquelures ni 
fissures, est muni de trois premières barrières physiques : la cuticule, la coquille et les 
membranes coquillères (Gantois et al, 2009). Plus la cuticule est de bonne qualité, plus minces 




coquillères constituent l’obstacle le plus efficace contre la pénétration des bactéries, leur 
conformation de fibres orientées aléatoirement joue le rôle de filtre physique antimicrobien. À 
ces fibres sont associées des protéines antibactériennes, comme le lysozyme, l’ovotransferrine 
et l’ovocalyxine (De Reu, 2006), retrouvées également dans la coquille et l’albumen. En plus 
de sa viscosité, de ses chalazes et de son pH alcalin, l’albumen détruit et prévient la croissance 
d’une grande variété de bactéries grâce aux substances bactériostatiques et bactéricides qu’il 
renferme. Le lysozyme en est un bon exemple puisqu’il affecte la membrane cellulaire des 
bactéries à Gram positif en catalysant l’hydrolyse des peptidoglycanes, mais il forme aussi des 
pores dans la membrane cellulaire des bactéries à Gram négatif. L’ovotransferrine est autre 
exemple de protéine antibactérienne de l’albumen qui possède deux mécanismes 
bactériostatiques différents contre les bactéries. D’une part, elle agit en tant que chélateur de fer, 
ce qui crée un environnement déficient en fer pour les bactéries, et d’autre part, elle interagit 
directement avec la membrane cellulaire bactérienne altérant les fonctions biologiques de cette 
dernière (Berrang et al, 1999). Plusieurs autres facteurs défavorables à la croissance 
microbienne sont également présents dans le blanc d’œuf, comme d’autres agents chélateurs 
(ovoflavoprotéine et avidine), des protéines inhibitrices de protéases microbiennes 
(ovoinhibiteur, ovostatine, OVAX) et des anticorps IgM et IgA (De Reu, 2006). Lors de 
l’incubation, la température élevée permet aux protéines de l’albumen de fonctionner de manière 
optimale (Cook et al, 2003). Finalement, si des micro-organismes parviennent au vitellus, ils se 
retrouvent dans un environnement très riche en nutriments, ce qui favorise leur croissance (Gast 





Dans le présent projet, nous nous intéressons aux bactéries qui sont à la fois retrouvées 
dans les matières fécales des poules et à la surface de la coquille de leurs œufs pondus. Nous 
tenterons d’évaluer le rôle du microbiote fécal de la poule dans la contamination horizontale de 
la surface de l’œuf.  
 
2.3 Le microbiote 
 
 Le microbiote englobe l'ensemble des micro-organismes (bactéries, virus, champignons, 
levures) présents dans un environnement spécifique déjà établi. Pour les micro-organismes 
vivants dans le tractus gastro-intestinal (TGI), on parle alors du microbiote intestinal. L’étude 
du microbiote intestinal a amélioré radicalement nos connaissances sur la santé humaine et 
animale, particulièrement sur les maladies, sur le métabolisme et sur l’absorption des nutriments 
et plus encore (de la Cuesta-Zuluaga et al, 2016). Ces communautés microbiennes sont soumises 
à une pression sélective de la part de l’hôte et son environnement. Au fil du temps, le microbiote 
au sein du TGI a co-évolué avec son hôte afin de développer une relation mutuellement 
bénéfique; une relation dite symbiotique (Thursby et al, 2017). De plus, certains rôles importants 
sont aujourd’hui reconnus pour ces micro-organismes comme moduler le système immunitaire 
de l’hôte et offrir à la barrière intestinale des activités antagonistes contre les agents pathogènes, 
comme par exemple en libérant des substances microbiennes, en baissant le pH en produisant 
de l’acide lactique, en produisant des cytokines, en interférant avec la transcription de certains 
gènes (De Maesschalck et al, 2015) et en produisant des vitamines et des acides aminés 
essentiels (Hou et al, 2016). Une caractérisation approfondie du microbiote (composition et 




grande utilité pour diminuer l'utilisation non thérapeutique des antibiotiques (Deusch et al, 
2014).  
 
Tout le long du tractus digestif, plusieurs éléments changent, comme la densité 
bactérienne, le niveau du pH et le taux d'oxygène (Donaldson et al, 2016). Chez plusieurs 
espèces, comme la volaille par exemple, il a été démontré qu’une panoplie de facteurs pouvait 
affecter la composition du microbiote : l'âge (Lu et al, 2003), la diète (Sekelja et al, 2002), les 
additifs alimentaires (Torok et al, 2011), le génotype de l’oiseau, l'immunité de l'hôte (Van der 
Wielen et al, 2002), l’utilisation d’antibiotiques (Videnska et al, 2013), l’apparition de maladies, 
la présence d’agents pathogènes (Thibodeau et al, 2015), les caractéristiques de la niche 
écologique, ainsi que l'hygiène de cet environnement (Sekelja et al, 2002; Stanley et al, 2012). 
Par exemple, la densité de poules vivant dans un système sur parquet, comme c’est le cas des 
troupeaux d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair, a des conséquences sur le comportement 
des poules (stress, cannibalisme, picage), ces paramètres pouvant potentiellement affecter leur 
microbiote (Feuillet, 2007). Aussi, la présence de litière et de plus d’un niveau de plancher sont 
des facteurs qui affectent la qualité de l'air dans le bâtiment de production ou d’élevage et donc, 
l'air respiré par les poules. Tous ces facteurs peuvent changer les communautés microbiennes 
présentes dans chaque partie du TGI et donc moduler le microbiote de l'hôte (Huneau-Salaün et 
al, 2010). 
 
2.3.1 Le microbiote intestinal de la poule 
 
 L'environnement gastro-intestinal de la poule comprend une large communauté de 




ces bactéries n’avait pas été cultivé (Gabriel et al, 2005). Ce microbiote hautement diversifié 
comprend des bactéries commensales, des bactéries transitoires, mais également des bactéries 
pathogènes (Videnska et al, 2013). Les bactéries commensales font partie du microbiote « 
normal ou résident » de l’hôte. Ayant co-évolué avec ce dernier, ces bactéries jouent un rôle 
important dans le développement du système immunitaire, bien qu’à l’occasion elles puissent 
surmonter les réactions de protection de l’hôte et provoquer des effets pathologiques 
(Tlaskalová-Hogenová et al, 2004). Les bactéries transitoires sont des bactéries de passage, par 
exemple celles jouant un rôle de probiotique (Sanz et al, 2009). Les bactéries pathogènes 
utilisent les nutriments dérivés du microbiote afin de favoriser leur croissance et leur virulence. 
Ces bactéries modifient l’environnement du microbiote et sont responsables de maladies 
infectieuses (Bäumler et al, 2016). Ces populations de micro-organismes, en plus de contribuer 
à la digestion, jouent également un rôle important pour la croissance et la santé de la poule 
(Apajalahti et al, 2004). Il a été rapporté qu’une dysbiose, une perturbation de la relation hôte-
microbes dans le TGI, était souvent associée à la présence d’une maladie (Hou et al, 2016). 
Étant donné que les différentes parties du TGI de la poule ont une composition très spécifique, 
l'analyse du microbiote se fait séparément, en considérant chacun des segments comme des 
écosystèmes distincts (Van der Wielen et al, 2002). Le microbiote de la poule allant du jabot 
aux fèces est composé à plus de 99% par les phyla Firmicutes, Bacteroidetes, Proteobacteria et 





Figue III. La composition du microbiote de la poule, du jabot aux fèces (Deusch et al, 2014). 
 
 Comme le démontre l'étude de Deusch et al, la distribution phylogénétique des bactéries 
du jabot, du jéjunum, des caeca et des matières fécales présente une variation significative. Au 
niveau du jabot, la majorité des bactéries appartiennent à la famille des Lactobacillaceae, suivies 
des Pasteurellaceae et des Veillonellaceae. En ce qui concerne le jéjunum, 99% des bactéries 
sont membres des Lactobacillaceae avec en complément une proportion faible de 
Campylobacteraceae et de Streptococcaceae. En fait, plus la poule est âgée, plus la quantité de 




hautement colonisés par des bactéries anaérobiques, comme des bactéries de la famille des 
Lachnospiraceae, des Clostridiaceae, des Bacteroidaceae et des Bifidobacteriaceae (Videnska 
et al, 2013; Deusch et al, 2014). Finalement, c’est dans le cloaque qu’apparait la plus grande 
diversité parmi les phyla majoritaires. Le cloaque est peuplé majoritairement et de façon assez 
équivalente par des membres des familles Clostridiaceae, Ruminococcaceae et des 
Eubacteriaceae, suivis des Fusobacteriaceae, des Lactobacillaceae, des Bacteroidaceae et des 
Enterobacteriaceae. On retrouve aussi des Bifidobacteriaceae, des Streptococcaceae et des 
Staphylococcaceae (Gabriel et al, 2005; Miyamoto et al, 1998). 
 
2.3.2 Le microbiote fécal de la poule 
 
 En ce qui concerne le microbiote fécal de la poule, des études utilisant des méthodes de 
culture classiques ont rapporté que celui-ci varie, notamment en fonction de la saison 
(Trawinska et al, 2016) et du type d'élevage dans lequel les poules se trouvent (Jones et al, 
2016). Une étude menée sur des poules pondeuses en cages a rapporté une augmentation de la 
contamination microbienne fécale durant l’hiver qui pouvait être expliqué par le chauffage à air 
pulsé dans le poulailler, conférant ainsi des conditions favorables pour la croissance des 
bactéries (e.g. taux d’humidité). Sur une base annuelle, la contamination moyenne des matières 
fécales était de 7,7log UFC/g pour le microbiote mésophile, 5,7log UFC/g pour les coliformes 
avec 5,6log UFC/g pour la seule bactérie E. coli (Trawinska et al, 2016). Aussi, il a été rapporté 
que le microbiote hétérotrophe aérobique total est de 1,4 x 107UFC/g et comprend les bactéries 
Acinetobacter sp., Bacillus sp., Pseudomonas sp., Serratia spp., Flavoacterium sp., Klebsiella 
sp., Micrococcus sp. et Nocardia spp. Cette portion du microbiote représente de 9,4% à 17,3% 





 Plusieurs études utilisant des méthodes de biologie moléculaire ont été effectuées 
récemment et ont démontré que la majorité des communautés présentes dans les matières fécales 
des poulets de chair et des poules pondeuses appartiennent aux phyla Firmicutes, Proteobacteria, 
Bacteroidetes et Actinobacteria (Videnska et al, 2013, 2014; Kaakoush et al, 2014; Deusch et 
al, 2014; Pauwels et al, 2015; Hou et al, 2016). À la suite d'une caractérisation par 
pyroséquençage des régions variables V3 et V4 de l'ARNr 16s, Videnska et al (2014) ont 
rapporté que le microbiote fécal des poulets de chair était dominé par le phylum Firmicutes 
représentant 76,2%, suivi par Proteobacteria à 14%, Bacteroidetes à 6,5% et Actinobacteria à 
3,8%. Pour ce qui est des poules pondeuses commerciales, leur microbiote fécal était composé 
majoritairement mais dans une moindre proportion que celle observée pour les poulets de chair, 
du phylum Firmicutes, représentant 58,8%, suivi par Bacteroidetes à 22,1%, Proteobacteria à 





                         
                  
Figure IV. Schéma représentant les phyla majoritaires présents dans les fèces de poules (basé 




 Au niveau du phylum Firmicutes, on retrouve les bactéries des familles Clostridiaceae 
et Lactobacillaceae majoritairement, suivies des Peptostreptococcaceae, Ruminococcaceae, 
Enterococcaceae, Streptococcaceae, Bacillaceae, Eubacteriaceae et Negativicutes. Concernant 
le phylum Proteobacteria, ce sont majoritairement des bactéries de la famille des 
Enterobacteriaceae qui le composent, avec l’espèce Escherichia représentant 98% du phylum. 
Des bactéries pathogènes dont Salmonella, Campylobacter et Shigella peuvent y être également 
représentées. Pour ce qui est du phylum des Bacteroidetes, on retrouve les bactéries de la famille 
des Bacteroidaceae, suivies de membres des familles Flavobacteriaceae et Prevotellaceae. Le 
phylum Actinobacteria est représenté en majorité par les bactéries des familles 
Corynebacteriaceae, Brevibacteriaceae et Coriobacteriaceae. De plus, un pourcentage non 
négligeable de Fusobacteriaceae est également présent dans les fèces de poules pondeuses et de 
poulets de chair. Ces résultats de composition du microbiote fécal au niveau de la famille 
proviennent de différentes études menées chez des poulets de chair élevés en Norvège (Sekelja 
et al,2012), en République Tchèque, en Croatie, en Hongrie, en Slovénie (Videnska et al, 2014), 
en Australie (Kaakoush et al, 2014; Stanley et al, 2015), en Allemagne (Deusch et al, 2014), 
aux États-Unis (Oakley and Kogut, 2016), en Chine (Yan et al, 2017) et en Belgique (Pauwels 
et al, 2015), ainsi que chez des poules pondeuses élevées en République Tchèque (Videnska et 
al, 2013), en Croatie, en Hongrie, en Slovénie (Videnska et al, 2014) et aux États-Unis (Jones 
et al, 2016). 
 
Les différences entre les deux filières, poulets de chair et poules pondeuses, peuvent 
s'expliquer, tout d'abord, par l'âge des oiseaux lors de l’échantillonnage (l'abattoir), soit 6 




offerte dans les deux filières étant différente, ceci peut aussi expliquer ces différences (Hébert, 
2017). La génétique des poules de chair et des poules pondeuses n'est pas la même, ce qui a une 
influence sur leur microbiote intestinal. Enfin, certaines études ont déjà signalé des fluctuations 
inter-troupeaux chez les poules pondeuses (Videnska et al, 2013) et les poulets de chair 
(Kaakoush et al, 2014; Hou et al, 2016). Certains auteurs ont également signalé des différences 
significatives dans le temps pour le microbiote fécal des poulets de chair (Van der Wielen et al, 
2002; Sekelja et al 2012; Oakley and Kogut, 2016) et entre des poulettes et des poules pondeuses 
(Videnska et al, 2013). Les informations sont toutefois manquantes dans la littérature 
actuellement concernant les poules adultes. 
 
2.3.3 Le microbiote à la surface des coquilles d’œufs  
 
 Les communautés bactériennes présentes à la surface de la coquille de l'œuf sont encore 
très mal caractérisées, bien qu'elles soient les premières bactéries rencontrées par les poussins 
après l’éclosion et qu’elles puissent avoir un impact sur la santé de l’oiseau, tout comme 
ultérieurement sur la santé publique (Neira et al, 2017). Les informations disponibles sur le 
microbiote à la surface des coquilles d’œufs sont issues de recherches majoritairement réalisées 
sur les œufs destinés à la consommation humaine et ont été obtenues à l’aide de méthodes de 
culture classiques, comme le dénombrement sur gélose. Pourtant, ces informations apparaissent 
précieuses, car lors de l’oviposition, l'œuf étant brutalement exposé à un environnement externe 
inférieur à 42oC, soit la température corporelle de la poule, subira une pression négative. Celle-
ci pourrait favoriser la contamination de la coquille par les bactéries déjà présentes à la surface 
de l’œuf, voire même permettre la pénétration de celles-ci au travers de la coquille (Gantois et 




contiennent une quantité importante de micro-organismes (Cox et al, 2000). En présence 
d'humidité, les bactéries y rencontrent un environnement hautement favorable pour leur survie 
(Berrang et al, 1999). Il a été rapporté que la surface de la coquille de l'œuf abritait en moyenne 
de 103 à 104 bactéries (dénombrement par culture) pour les coquilles très propres, et jusqu’à plus 
de 107 bactéries pour les coquilles très contaminées (Sauveur, 1978). La fraction cultivable 
mésophile aérobique totale du microbiote de la surface de l’œuf peut être considérée comme un 
indicateur sanitaire (Abdellah, 2010). Celle-ci a été étudiée par différents auteurs qui ont 
démontré que la contamination par cette portion du microbiote pouvait varier en fonction de 
différents facteurs, notamment, du type d'élevage où les œufs sont pondus (Guinebretière et al, 
2009). Effectivement, une étude en France a comparé la contamination moyenne des coquilles 
d'œufs par le microbiote aérobique cultivable entre les différents systèmes d’hébergement et a 
obtenu les résultats suivants: en cages conventionnelles, la contamination était en moyenne de 
4,4log UFC/coquille, en cages aménagées cette contamination se situait plutôt autour de 5,1log 
UFC/coquille et sur parquets, les nombres étaient de 4,8log UFC/coquille (Huneau-Salaün et al, 
2010). Des études menées également sur les œufs de poules pondeuses ont rapporté que le 
microbiote cultivable de la coquille de l’oeuf était dominé par des bacilles à Gram positifs 
tolérants à la dessiccation (Cook et al, 2003, 2005; De Reu, 2006). Il avait été suggéré que ces 
derniers pourraient venir du duvet, du sol ou alors des fèces de poules (Board et al, 1995).  
 
Les micro-organismes pathogènes les plus fréquemment responsables des toxi-infections 
alimentaires retrouvés sur la coquille des œufs étaient associés aux genres Salmonella, 
Staphylococcus (Ecole inter-etats des sciences et medecine veterinaires de Dakar), 




appel à la bactériologie classique y ont également rapporté la présence de Listeria 
monocytogenes (Nitcheva et al, 1990) et de Yersinia enterocolitica (Favier et al, 2005) à la 
surface des œufs. Une autre étude a étudié les bactéries présentes à la surface des coquilles 
d’œufs de poules pondeuses, avant et après le lavage des œufs et a rapporté que les genres 
Proteus, Pseudomonas et Salmonella étaient retrouvés uniquement avant le lavage des œufs, 
tandis que d’autres bactéries telles que des entérobactéries (Citrobacter, Enterobacter, 
Escherichia, Klebsiella et Providencia), certains membres de la famille vibrionaceae (Listonella 
et Vibrio) et Aeromonas avaient résisté au lavage (Musgrove, 2004).  
 
 Rares sont les études utilisant une méthodologie de biologie moléculaire, comme la 
métagénomique 16S, qui ont été menées sur des coquilles d’œufs. Celles réalisées concernent 
majoritairement les oiseaux sauvages et une seule a été menée sur les œufs de poules pondeuses. 
Les études menées sur les œufs d’oiseaux sauvages étudiaient la contribution des bactéries 
provenant de l’environnement (sol, nids) et de la mère (cloaque, peau, plumes) au microbiote 
retrouvé à la surface de l’œuf (van Veelen et al, 2017) et l’effet du temps d’incubation sur 
l’évolution de ce microbiote (Lee et al, 2014). L’étude de Neira et al (2017) conduite en 
Espagne comparait quant à elle la composition du microbiote à la surface des coquilles d’œufs 
de poules pondeuses vivant dans des systèmes d’élevage différents : en cages conventionnelles 
ou en parcours libre. Les résultats de cette étude ont démontré que le système d’hébergement 
des poules influençait les communautés bactériennes retrouvées sur la coquille. Le microbiote 
à la surface des œufs provenant de poules élevées en cages était dominé par le phylum 
Firmicutes à 50%, suivi par Fusobacteria à 16%, Bacteroidetes à 12%, Proteobacteria à 10% et 




élevées en parcours libre était aussi dominé dans les mêmes proportions par le phylum 
Firmicutes (~50%), suivi dans ce cas par Bacteroidetes à 28%, Actinobacteria à 17% et 






Figure V. Schéma représentant les phyla majoritaires présents à la surface des coquilles 




Les familles identifiées à plus d’un pourcent du microbiote total étaient les suivantes : 
Dermabacteraceae, Bacteroidaceae, Porphyromonadaceae, Prevotellaceae, Clostridiaceae, 
Erysipelotrichaceae, Lachnospiraceae, Lactobacillaceae, Peptostreptococcaceae, 
Ruminococcaceae, Staphylococcaceae, Veillonellaceae, Fusobacteriaceae, 
Enterobacteriaceae, Moraxellaceae, Pasteurellaceae et Thiotrichaceae. Ces auteurs ont 
également identifié des genres bactériens potentiellement pathogènes et d’altération à la surface 
des coquilles d’œufs, incluant Campylobacter, Clostridium, Escherichia, Helicobacter, 
Pseudomonas, Salmonella et Staphylococcus. Ces genres étaient présents en faibles proportions, 
représentant moins d’un pourcent du microbiote total (Neira et al, 2017). Malgré l’intérêt de ces 
premiers résultats, ces études n’ont pas pu documenter la diversité inter-troupeaux, la diversité 
à travers le temps, ni fournir les données au niveau des œufs destinés à l’incubation pour la 
production de poulets de chair.  
 
2.3.4 Liaison entre les microbiotes fécal et de surface d’œufs 
 
Dans les fermes où les oiseaux sont sur parquet, comme pour les oiseaux reproducteurs 
de poulet de chair, les matières fécales et les œufs peuvent tous deux se retrouver sur la litière, 
augmentant ainsi le risque de la transmission de certains micro-organismes présents dans les 
matières fécales vers la surface des œufs (Protais et al, 2003; De Reu et al, 2005). Le microbiote 
retrouvé tout au long du TGI des pondeuses (e.g. des poules reproductrices de poulets de chair) 
est grandement modulé sur parquet. Cela peut s'expliquer par le fait que les oiseaux sont en 
contact direct avec leurs matières fécales et qu'elles ont souvent tendance à manger leurs fèces 
lors d'un stress déclenché par les agressions dans les troupeaux sur parquet en raison du nombre 




déplacent beaucoup plus contrairement aux poules en cages, la quantité de poussières dans l'air 
est plus importante dû au soulèvement des particules de litière, de matières fécales et de plumes 
suite au mouvement des oiseaux. Ces poules sont alors davantage susceptibles d’inhaler des 
particules contenant des micro-organismes pouvant être pathogènes par exemple. Ces micro-
organismes se retrouvent donc dans les différents organes des oiseaux et peuvent moduler leurs 
microbiotes digestif, respiratoire, cutané, etc. (Huneau-Salaün et al, 2010).  
 
 Plusieurs études ont démontré que lorsqu'il y a contamination de la surface de la coquille 
d'œuf, celle-ci dépend beaucoup des éléments de l'environnement tel que le système 
d’hébergement, la nourriture, l'eau, les fèces et la poussière (Chemaly et al, 2009; Im et al, 2015; 
Garcia et al, 2011; El-Tras et al, 2010; Board et al, 1964; Quarles et al, 1970; Gentry et al, 
1972). De plus, il a été montré que des œufs fraîchement pondus (dont la cuticule est encore 
humide) mis en contact avec des fèces fraîches de poules, présentent une coquille davantage 
contaminée que celles des œufs avec une coquille sèche (Sparks et al, 1985). La présence de 
fèces de poules et d'autres matières organiques humides faciliteraient la survie, voire même la 
croissance de certaines bactéries pathogènes, comme Salmonella (Gantois et al, 2009). Par 
exemple, selon une étude, au cours de laquelle il y avait contamination artificielle de la coquille 
des œufs avec des fèces contaminées par Salmonella, puis un entreposage à 25oC par la suite, le 
nombre de ces bactéries avait augmenté de 1 à 2 logs le premier jour, pour atteindre jusqu'à 4 à 
5 logs le troisième jour (Shoeni et al, 1995). Une telle croissance indique que les fèces peuvent 
servir de réservoir nutritionnel aux bactéries (Messens et al, 2006). Il est donc très important de 
retirer rapidement les matières fécales pouvant entrer en contact avec les œufs (Radkowski, 




de la coquille de l’œuf dans les conditions rencontrées en production commerciale. Aussi, il a 
été rapporté que la résistance de Salmonella à la dessiccation lui permet d'être présente durant 
une longue période de temps dans les fèces et dans la poussière (Davies et al, 1996; Duguid et 
al, 1991), augmentant ainsi ses chances de contaminer la surface de l'œuf et même dans certains 
cas, comme documenté pour le sérovar S. Enteritidis, de pénétrer la coquille (Gast et al, 1990; 
Humphrey et al, 1991).  
 
 La mise en commun de résultats de différentes études portant sur la contamination par 
Salmonella de troupeaux naturellement infectés indique que les sérotypes qui sont fréquemment 
isolés à la fois dans l'environnement de la ferme des poules (incluant les fèces et la poussière), 
et à la surface de leurs œufs peuvent être extrêmement variés et donc, il n’y a pas de spécificité 
de sérovars pour chaque type de surface (Chemaly et al, 2009; De Buck et al, 2004; Humphrey 
et al, 1991; Im et al, 2015; Jones et al, 2016; Shoeni et al, 1995; Garcia et al, 2011). Cependant, 
malgré le grand nombre d'études publiées suggérant la contamination des œufs par des fèces, 
aucune étude à ce jour n'a établi la prévalence de la contamination naturelle via les fèces des 
coquilles d'œufs par Salmonella de façon satisfaisante (Chemaly et al, 2009). Les résultats de 
l'étude de Arnold et al (2013) ont indiqué la présence d'une relation linéaire entre le taux de 
contamination de l'intérieur des œufs et la prévalence des poules infectées dans l’élevage, donc 
le taux de contamination du contenu des œufs et le taux de poules infectées augmentent de façon 
similaire. Puis, une relation quadratique a été trouvée entre la contamination de la surface de la 
coquille des œufs et la prévalence des poules infectées, donc il y a une accélération du taux de 
présence de Salmonella sur les œufs suite à une augmentation de la prévalence intra-troupeau 





 Même si les études sont moins exhaustives pour les bactéries du genre Escherichia, une 
étude faite par Projahn et al (2016) a démontré deux cas de transmission pseudo-verticale d'une 
même bactérie entre les parents reproducteurs de poulet de chair (échantillons de fèces) et la 
surface de leurs œufs, à l'occasion de l'étude d'isolats présentant un profil d'antibiorésistance 
original. Ce projet avait pour but d'étudier dans la chaîne de production de poulets de chair, la 
présence et les modes de transmissions possibles d'entérobactéries commensales produisant des 
bêta-lactamases à spectre étendu (BLSEs) ou possédant une AmpC transférable représentant un 
danger quant à la contamination des aliments destinés à la consommation humaine. L’AmpC se 
situe en fait sur les chromosomes des bactéries et protège ces dernières des antibiotiques. Le 
premier cas de transmission concernait l'espèce E. coli, avec une souche porteuse du gène 
blaCTX-M1, qui a été retrouvée à la fois dans les fèces du troupeau parent et sur la surface de 
la coquille des œufs avant la désinfection. Le deuxième cas concernait l'espèce E. fergusonii, 
porteuse du gène blaTEM-52, qui a été retrouvée à la fois dans les fèces du troupeau parents et 
sur la surface de la coquille des œufs après la désinfection. Dans les deux cas, les profils PFGE 
confirmaient la relation phylogénétique entre les bactéries (Projahn et al, 2016). 
 
 Finalement, pour les bactéries du genre Campylobacter, l'étude de Jones et al (2016) a 
étudié l'influence des différents systèmes d'élevage de poules pondeuses sur l'incidence et la 
sélection de Campylobacter. La présence de la bactérie à la fois dans les fèces de poules et à la 
surface de leurs œufs a été démontrée. À partir des œufs de poules élevés dans les cages 
conventionnelles, un seul isolat de C. jejuni a été récupéré de la coquille de l'œuf ce qui relativise 




d'élevage. Effectivement, dans les cages aménagées, 71% des fèces étaient contaminées par 
Campylobacter spp. (38% par C. coli et 33% par C. jejuni), alors que la contamination des 
coquilles était de 41%, avec un ratio d’espèce différent (8% par C. coli et 33% par C. jejuni). 
Dans le cas des volières, 29% des fèces étaient contaminées par Campylobacter spp. (27% par 
C. coli et 2% par C. jejuni), puis la contamination des coquilles était de 50%, avec une répartition 
C. coli / C. jejuni différente de celles des fèces (8% de C. coli et 42% de C. jejuni) (Jones et al, 
2016). Cela indique la capacité pour Campylobacter spp. de contaminer la surface des œufs via 
les fèces infectés, mais aussi suggère une aptitude supérieure pour C. jejuni. Dans une seconde 
étude menée sur des poules pondeuses excrétant Campylobacter jejuni, les auteurs ont rapporté 
que 0,9% des coquilles d’œufs étaient contaminés avec la bactérie (Doyle, 1984). 
 
 Les rares études ayant comparé les micro-organismes présents dans les matières 
fécales de poules et ceux retrouvés à la surface des œufs pondus par celles-ci ne se sont donc 
intéressées qu’à certaines bactéries pathogènes (en particulier celles appartenant aux genres 
Salmonella, Escherichia et Campylobacter). Pourtant, les communautés microbiennes fécales 
des poules reproductrices chair sont l’une des premières bactéries rencontrées par l’œuf durant 
et après la ponte et la contribution de ces micro-organismes à l’établissement du microbiote à 
la surface de l’oeuf demeure encore aujourd’hui inconnue. L’étude de ces microbiotes à l’aide 
de méthodes de culture classique est limitée puisque la majorité des bactéries ne sont pas 
cultivables ou nécessitent des conditions pour croître qui sont trop complexes ou trop coûteuses 





2.4 Méthodes d'étude du microbiote   
 
2.4.1 Méthodes basées sur la biologie moléculaire 
 
 Afin de bien évaluer la pertinence d'une approche métagénomique dans le présent projet 
d'étude, il est important de comprendre et de distinguer l'apport de cette méthode de biologie 
moléculaire face à la bactériologie classique. La bactériologie classique implique généralement 
la mise en culture, la croissance, l’isolement et/ou le dénombrement de bactéries sur ou dans des 
milieux non-sélectifs ou sélectifs, comme des géloses ou des bouillons (McClure, 2008). Les 
bactéries non-cultivables ou requérant des conditions de croissances trop complexes ne peuvent 
donc pas être facilement étudiées à l’aide d’une telle méthode. La représentation du microbiote 
est alors loin d’être optimale (Deusch et al, 2014). Les nouvelles technologies de séquençage 
d’ADN ont drastiquement amélioré l’étude du microbiote (de la Cuesta-Zuluaga et al, 2016). 
En effet, cette technologie permet d’étudier la composition et la dynamique de populations 
microbiennes d’environnements hautement colonisés, comme celui des matières fécales, mais 
également de certains milieux moins colonisés, comme les surfaces de coquilles d’œufs. 
Cependant, pour faire la détection de certaines bactéries qui sont habituellement présentes en 
faibles quantités, i.e. quantités inférieures au seuil de détection en métagénomique, l’utilisation 
de la bactériologie classique est indispensable.   
 
La métagénomique à proprement dit est l’étude des génomes de plusieurs individus 
d’espèces différentes dans un même échantillon (Knight et al, 2018). Ce genre d’analyse permet 
de fournir des données sur la composition d’un microbiote, i.e. de décrire les micro-organismes 
présents, leur abondance et leur diversité. Plusieurs types d’analyse par métagénomique existent, 




telle que la métagénomique 16S. La métagénomique globale ou « Shotgun metagenomic » 
permet de décrire le fonctionnement global du microbiote en séquençant à haut débit l’ensemble 
des gènes présents dans un échantillon, qu’ils soient procaryotes ou eucaryotes, sans 
amplification préalable d’une séquence ciblée. Cette méthode permet l’assemblage (in silico) de 
génomes entiers à partir de courts fragments d’ADN d’un échantillon donné (Quince et al, 
2017). La métagénomique ciblée consiste, quant à elle, à séquencer un gène d’intérêt unique qui 
aura au préalable été amplifié. Ce gène doit être commun à plusieurs espèces, faiblement 
transférable, peu sensible aux mutations et aux évènements de recombinaison et présenter des 
régions hypervariables afin de distinguer différentes espèces entre elles. C’est le cas du gène 
codant pour l’ARN ribosomal 16S présent chez les bactéries et les archées. La métagénomique 
globale est plus précise, mais est également plus coûteuse et plus compliquée à mettre en œuvre 
que la méthode ciblée qui est offre une sélectivité intéressante (Knight et al, 2018). La 
métagénomique 16S est la méthode d’analyse qui a été choisie pour le présent projet de 
recherche et va donc être davantage détaillée.  
 
2.4.2 Métagénomique 16S 
 
 La méthode de séquençage utilisant comme marqueur l'ADN du gène codant pour l'ARN 
ribosomique (ARNr) 16S est devenue un outil de travail très important permettant de caractériser 
les communautés microbiennes peuplant le tractus gastro-intestinal (Deusch et al, 2014). Ce 
gène est le marqueur le plus connu et le plus utilisé présentement et quatre raisons en font un 
excellent marqueur. L'ARNr 16S, présent dans la sous-unité 30S du ribosome de tous les 
procaryotes, est une molécule 1) ubiquitaire, 2) dont la séquence connue peut être utilisée pour 




possède dix régions hyper-conservées 4) il contient neuf régions hypervariables (Figure 3). Les 
séquences hautement conservées vont servir, lors de l'amplification par réaction en chaîne de la 
polymérase (PCR), de matrice afin d'ajouter les amorces F « Foward » et R « Reverse » sur la 
première base de chaque extrémité du double brin d'ADNr 16S et vont ainsi permettre une 
amplification des gènes. Les régions variables, elles, vont permettre soit d'identifier les bactéries 
ou d'établir les liens évolutifs et les similarités entre différents genres bactériens dépendamment 
des régions amplifiées (Renvoisé, 2012; Youssef et al, 2009).  
 
Figure VI. Schéma des principales étapes d’une étude de métagénomique 16S. 
 Cette méthode comprend une série d'étapes in vitro et in silico (Figure 3). Tout d'abord, 



































d'extraction (e.g. Mo Bio ou de MP Biomédical). L’efficacité des trousses d’extraction et le type 
d’échantillon ont un impact sur la qualité de l’extraction. Par exemple, si le ratio de bactéries à 
Gram positif et à Gram négatif est différent entre deux types d’échantillons et que la trousse 
d’extraction a plus de facilité à briser la paroi cellulaire des bactéries à Gram positif, l’ADN 
extrait surreprésentera les bactéries à Gram positif et sera plus représentatif du contenu de 
l’échantillon contenant majoritairement ce type de bactéries. Aussi, certaines trousses 
d’extraction intègrent une étape de lyse mécanique qui donnent une quantité plus importante 
d’ADN bactérien et assure une lyse uniforme des différentes populations microbiennes que 
d’autres qui possèdent uniquement une étape de lyse chimique (de la Cuesta-Zuluaga et al, 
2016). Une fois l'ADN extrait, des amorces sont utilisées sur les régions conservées afin de 
permettre le début de l'amplification de la région du 16S incluant une région hypervariable. De 
plus, lors de l’amplification de la région ciblée, des séquences nucléotiques supplémentaires 
sont ajoutées pour ensuite permettre la compatibilité de l’amplicon avec la technologie de 
séquençage choisie ainsi qu’avec l’indexation. Ensuite, l’indexation des amplicons sert à 
associer chaque séquence à un échantillon (ce qui permet le multiplexage rendu possible compte 
tenu de l’énorme capacité de séquençage en une seule réaction (run)). Il y a aussi une étude 
d'ajout d'adaptateurs, correspondant à des séquences d'ADN amplifiant fortement la 
transcription, afin que l'ADN soit reconnu par la plateforme qui va faire le séquençage. Ces 
adaptateurs sont habituellement avec les amorces. Pour exclure le risque de contamination lors 
de l’amplification des fragments, l’ajout d’un contrôle négatif et d’un contrôle positif lors ces 
différentes étapes est primordial. La concentration d’ADN et les conditions du thermocycleur 
peuvent également influencer les résultats d’une PCR (de la Cuesta-Zuluaga et al, 2016). 




aléatoirement en autant d’amplification que nécessaire. Les fragments amplifiés sont ensuite 
analysés par un séquenceur à haut débit (NGS) avec une plateforme choisie (Illumina Miseq 
dans le cadre du présent projet d'étude). Par exemple, la plateforme Illumina Miseq permet de 
faire un séquençage pour de la métagénomique ciblée (e.g. seulement la région V4 du gène 
codant pour l’ARNr 16S) ou pour de petits génomes entiers. L’utilisation de cette plateforme 
est plus rapide et moins coûteuse celle de la plateforme Illumina Hiseq, qui elle permet le 
séquençage de génomes entiers ou d’exomes, en plus de l’analyse de transcriptomes entiers 
(Illumina, 2019). Malgré l'efficacité de cette plateforme, lors des lectures de fragments, ces 
derniers doivent être analysés afin d’éliminer la présence de polymères, d’ambiguïtés, ou encore 
de fragments d'ADN trop courts ou trop longs qui seraient présents. Les séquences sont ensuite 
alignées à l’aide d’une base de données et les chimères détectées sont retirées (Deusch et al, 
2014). Les chimères sont des fragments doubles brins hybrides qui ont été produits avec 
plusieurs séquences mères, mais qui ne devraient pas être ensemble. S’ils ne sont pas retirés, ces 
nouveaux fragments peuvent alors être interprétés comme de nouveaux organismes alors qu’il 
s’agit plutôt d’une erreur d’assemblage (Haas et al, 2011). Puis, les séquences sont classées par 
unités taxonomiques opérationnelles (OTU) selon leur niveau de similarité (de la Cuesta-
Zuluaga et al, 2016). Les séquences qui sont identifiées comme étant identiques à 97% sont 
généralement regroupées en un même OTU. Certaines analyses se font également à partir de 
séquences uniques. Des logiciels comme Mothur permettent de nettoyer adéquatement les 
séquences et permettent leur assemblage en OTU. Une fois la purification complétée et les 
séquences rassemblées en OTU, l'identification bactérienne et l'affiliation taxonomique de ces 
micro-organismes sont alors réalisées (Deusch et al, 2014). Pour ce faire, un accès à des bases 




Dépendamment de la base de données choisie, les résultats pourront être légèrement différents 
puisque les rangs taxonomiques sont attribués différemment selon la base de données 
(alignement des séquences, détection des chimères et construction d’arbre différents) 
(Balvociute et al, 2017). Une fois l'affiliation taxonomique complétée, les analyses 
écosystémiques permettent de comparer la biodiversité des échantillons, ce qui inclut l’analyse 
des diversités alpha et bêta. La diversité alpha correspond à la diversité microbienne présente 
dans un même échantillon. Cette diversité est mesurée d'après sa richesse, soit le nombre de 
groupes d'individus génétiquement liés ou le nombre d'OTU, ainsi que d'après son « Evenness 
» correspondant à la proportion des espèces présentes ou à la distribution d'OTU (Batut, 2016). 
La diversité bêta, elle, désigne la diversité microbienne présente entre différents groupes à 
l'étude (Francour, 2014). Des matrices de distances montrant la position des centroïdes de 
différents groupes d’échantillons peuvent alors être créées afin de comparer statistiquement si 
la structuration des communautés microbiennes dans ces groupes est semblable ou non. Ces 
matrices peuvent être visualisées à l’aide de plusieurs types de graphiques, notamment le NMDS 
(non-metric multidimensional scaling), qui a pour but de représenter le plus fidèlement possible 
la position des communautés bactériennes en fonction de leur composition dans un espace 
multidimensionnel centré-réduit (Mahecha et al, 2007). Aussi, des analyses de type LEfSe 
(Linear discrimiant analysis Effect Size) peuvent être effectuées afin d’identifier les 
biomarqueurs qui sont associés avec chacun des groupes comparés (Segata et al, 2011), comme 
le microbiote fécal des troupeaux d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair par rapport au 





 À la suite de l'exposition de la méthode d'analyse de la métagénomique 16S, il est plus 
facile de percevoir l'intérêt de cette approche pour faire une étude de microbiote telle que 
présentée dans ce mémoire. Le microbiote retrouvé tout au long du TGI aviaire est de mieux en 
mieux compris depuis l’arrivée des méthodes dites « culture-indépendantes », comme la 
métagénomique 16S (Zhu et al, 2002). Pour le présent projet de recherche, cette méthode 
apporte une grande quantité d'informations supplémentaires aux données déjà présentes dans la 
littérature. En effet, cette technologie, en plus de permettre l’étude des populations de micro-
organismes non cultivables, possède une profondeur d'analyse permettant de détecter autant les 
communautés microbiennes majoritaires que les communautés microbiennes minoritaires 
jusqu'à l’atteinte de certaines limites toutefois (Centre technique agroalimentaire, 2015). Ces 
limites sont entre autres liées aux erreurs de séquençage et aux populations bactériennes de 
tailles trop différentes (Faugier, 2010). La méthode d’analyse de la métagénomique 16S permet 
donc d’analyser des communautés microbiennes auxquelles les méthodes classiques de 







































 La présente revue de la littérature souligne l’absence de données concernant la 
contribution du transfert de l’écosystème microbien fécal des oiseaux à l’établissement du 
microbiote à la surface des œufs pondus. De plus, l’effet de l’âge sur le microbiote fécal aviaire 
a été documenté chez les poulets de chair entre eux, ainsi qu’entre des oiseaux de ponte en 
développement et à l’âge adulte, mais l’influence de ce facteur chez les poules adultes à 
différents moments pendant la période de ponte, n’est actuellement pas bien documenté. Aussi, 
les rares études menées sur le microbiote présent à la surface des coquilles d’œufs n’ont pas pu 
documenter la diversité inter-troupeaux, la diversité à travers le temps, ni fournir de données au 
niveau des œufs destinés à l’incubation de la production de poulets de chair. De nouvelles études 
doivent être réalisées afin de connaître la diversité des communautés bactériennes présentes plus 
haut dans la pyramide de production de poulets de chair afin de mieux gérer les risques pour la 
santé animale et la santé publique à la suite de ce possible transfert. 
 
L’hypothèse de ce projet de maîtrise était la suivante :  
Les communautés bactériennes majoritaires présentes dans l’écosystème microbien fécal des 
poules vont se retrouver à la surface de la coquille des œufs pondus. 
 
Les objectifs de ce projet de maîtrise étaient les suivants : 
1)!  Décrire l’écosystème microbien fécal des oiseaux reproducteurs de poulet de chair, en 
plus de décrire sa stabilité et sa variabilité à travers le temps et entre différents troupeaux.  
2)! Décrire l’écosystème microbien à la surface des œufs, en plus de décrire sa stabilité et 
sa variabilité à travers le temps et entre différents troupeaux.  
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4.1 Abstract  
 
 In broiler production, microbial populations present on the surface of the eggshell after 
oviposition are still poorly characterized, though they may significantly impact both poultry and 
public health. The aim of this study was to describe the microbiota of broiler breeder hens’ feces 
and of the surface of the eggs laid by these birds in order to evaluate the transfer of the parental 
fecal microbial ecosystem to the surface of its eggs. A total of twelve breeder flocks in Quebec, 
Canada were sampled at two different times for a total of 940 feces and 16,400 egg surfaces 
samples were recovered. Using 16S rRNA gene sequencing, we showed that even if both 
microbiomes were mainly composed of the phyla Firmicutes, Actinobacteria, Proteobacteria 
and Bacteroidetes, the bacterial community composition and structures differed. Classifications 
to the family level were done according to RDP and Silva databases consultations, both were 
used because we documented the importance of describing microbiomes at multiple levels using 
more than one databases. Our results also showed that both the sampling time and the flock 
identity were significantly (p <0.05) influenced the alpha-diversity and the beta-diversity of the  
studied microbiomes. Using a Venn diagram, we showed that 1790 operational taxonomic units 
(OTUs) were shared between feces and eggshell samples. Sequences associated with genera of 
potentially pathogenic and spoilage bacteria such as Acinetobacter, Campylobacter, 
Escherichia/Shigella, Helicobacter, Listeria, Proteus, Pseudomonas, Salmonella and 
Staphylococcus were shared between types of samples. Interestingly some OTUs, highly 
represented in the fecal microbiota (e.g. OTUs associated with Lactobacillus and Streptococcus 
genera), were not present on egg surface, suggesting a real selection during the microbiota 
transfer and/or the potential role of environmental contamination. To our knowledge, this is the 




broiler breeder feces and the eggshell level, as well as the contribution of the transfer from the 
fecal microbial ecosystem of laying breeder hens to the establishment of the microbiota on the 
surface of laid eggs. 
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Poultry meat is not only an important source of high-quality proteins, vitamins and 
minerals, it is also the leanest and most affordable meat product available worldwide, thus 
supporting its economic worth (Hou et al, 2016). Consequently, the broiler chicken industry has 
grown considerably over the last decades (Leeson and Summers, 2005). However, chickens are 
known as important biological hazard reservoirs, contributing to the transmission of foodborne 
pathogens (Kaakoush et al, 2014).  
 
The chicken intestinal environment is colonized by such pathogenic bacteria but also by 
numerous populations of microorganisms, including commensal and transient bacteria 
(Videnska et al, 2013), forming the intestinal microbiota. The symbiotic host-microbes 
relationship within the gastrointestinal tract of birds is primordial for the host growth and health 
(Apajalahti et al, 2004). The avian microbiota has been better understood since the arrival of 
cultivation-independent methods, such as 16S rRNA gene amplicon sequencing (Zhu et al, 
2002).  
 
In broiler chicken production, microbiota studies have been conducted mainly at the 
broiler chicken level rather than at the breeder hen level, and these studies mainly focused on 
describing the microbiota composition of different segments of the gastrointestinal tract of those 
birds (Zhu et al, 2002; Lu et al, 2003; Gong et al, 2006), with only a few that included feces 
(Kaakoush et al, 2014; Videnska et al, 2014; Pauwels et al, 2015; Hou et al, 2016). It has been 
reported that the avian microbiota composition is affected by multiple factors including birds’ 




demonstrated for the few days old chick (Knarreborg et al, 2002), and between a pullet and an 
adult commercial laying hen (Videnska et al, 2013), but the picture remains unclear for laying 
hens (e.g. broiler breeder hens). Studies have demonstrated that some specific foodborne and 
poultry pathogens found on the eggshell surface could colonise the hatchlings and therefore 
affect the growing broiler health, as well as the meat products derived from those birds (Glávits 
et al, 1984; Cox et al, 1997a; Forgetta et al, 2011; Poulsen et al, 2017). Therefore, describing 
the identity and the diversity of the bacterial communities present at upstream stages of the 
broiler chicken production pyramid via molecular approaches could help better manage the risk 
associated with the transmission of those pathogenic microorganisms.  
 
Immediately after oviposition, the egg temperature, which is around 42oC in the hen’s 
reproductive tract, brutally drops due to its contact with an external colder environment, thereby 
creating a negative pressure that increases the chances for bacteria present on the eggshell 
surface to penetrate the shell and to contaminate the egg content (Gantois et al, 2009). Several 
studies have reported that the presence of bacterial contamination on the surface of the eggshell 
could be attributed to various environmental factors such as the type of birds’ housing (Jones et 
al, 2016), the laying rate (Chemaly et al, 2009), food, water, feces, dust (Im et al, 2015), litter 
(Quarles et al, 1970), fluff (Sivaramalingam et al, 2013) and/or cuticle’s state (Sparks et al, 
1985). Even the presence of moist organic matter facilitates survival or even growth of 
pathogenic bacteria on eggshells (Gantois et al, 2009). Broiler breeder hens’ fecal microbial 
communities are among the first bacteria encountered by the egg during and after the egg laying 
process but the contribution of these microorganisms to the establishment of the microbiota on 




Bacterial communities present on the eggshell surface are still poorly characterized 
though they are the first bacteria encountered by the broiler chicks after hatching and though 
they may impact both the poultry and public health. The majority of data available on eggshell 
bacterial communities comes from research conducted primarily on eggs intended for human 
consumption and these data come from culture-based studies. The few 16S rRNA gene 
sequencing studies conducted on wild birds (Shawkey et al, 2009; Lee et al, 2014; van Veelen 
et al, 2017) and laying hens (Neira et al, 2017) have investigated the eggshells microbiota but 
could not document the inter-flocks’ diversity, the diversity in between an interval of time, 
neither provide information on first steps of the broiler production, i.e. on eggs of incubation.  
 
Here, we evaluated the transfer of the parental fecal microbial ecosystem to the 
establishment of the eggshell’s microbiota. To do so, a 16S rRNA gene sequencing approach 
was used to describe both the fecal microbiota of broiler breeder hens and the microbiota found 
on the surface of the eggs laid by these birds at two different sampling time points separated by 
a 4-week interval and among different flocks. The objectives of this study was to describe the 
microbiota of the broiler breeder hens’ feces and of the surface of the eggs laid by these birds 










4.3 Materials and methods 
 
Sample collection 
From October 2016 to June 2017, 12 flocks of broiler breeder flocks housed in the 
province of Quebec, Canada were sampled twice (n=24) at a 4-week interval (Supplementary 




For each sampling date and using a new pair of nitrile gloves for the collection of pool, 
four pooled samples of 10 fresh droppings each were collected on the pen floor following a 
stratified sampling plan. The samples were pooled as described above in order to represent a 
flock (Larivière-Gauthier et al, Manuscript in preparation). Droppings from a same pool were 
manually homogenized after collection. Pooled fecal samples were immediately and 
individually transferred to a 2 ml freezing tube (Sarstedt AG & Co. KG, Nümbrecht, Germany) 
that were dipped into liquid nitrogen. On arrival to the laboratory, samples were stored at -80 
oC until further analysis. Sample collection represented a total of 94 pools of fecal material. 
 
Eggshell sampling 
During each visit, eggs were taken directly from the nests following a stratified sampling 
plan. For each sampled egg, the entire surface was rubbed for one minute with sterile wipes that 
was previously soaked in 0.85% NaCl (Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) before being 
returned to the nests. For each sampling time in each sampled flock, the surface of 70 eggs was 




clean nitrile gloves were used between each wipe. The samples were pooled as described above 
in order to represent a flock (Larivière-Gauthier et al, Manuscript in preparation). In addition, 
during each farm visit, an extra sterile wipe serving as a negative control was opened in the farm 
environment for 30 seconds and returned to the bag, without coming into contact with any 
surfaces. Immediately after collection, each wipe was frozen in liquid nitrogen after being 
placed in a 50 ml conical tube (Sarstedt AG & Co. KG, Nümbrecht, Germany). Samples were 
stored at -80 oC upon arrival at the laboratory. Sample collection represented a total of 1640 
eggshells surfaces. 
 
DNA extraction and 16S rRNA gene amplicon sequencing 
 For the eggshell samples, each frozen wipe was aseptically transferred to a 24 oz sterile 
plastic bag (Whirlpak, Nasco, Fort Atkinson, WI, USA) containing 20 ml of phosphate buffered 
saline (PBS) and was stomached for 1 min 30 s. Each wipe was twisted in order to extract as 
much liquid as possible. The recovered volume was transferred to a 50 ml conical tube (Sarstedt 
AG & Co. KG, Nümbrecht, Germany) and centrifuged for 25 minutes at 4 500 x g. The 
supernatant was discarded and the remaining pellet was used for DNA extraction.  
 
The total bacterial DNA recovered from both the eggshell and feces samples were 
extracted using the PowerLyzer PowerSoil DNA Isolation Kit (QIAGEN, Toronto, Ontario, 
Canada) according to the manufacturer instructions with slight modifications as follows. A total 
of 250 mg (±10 mg) of fecal material or the entire pellet from eggshell wipes was transferred to 
the bead-beating tube. Two heat treatments were subsequently performed: 65oC for 10 minutes 




Ana, MP Biomedicals) for 45 sec at 6,5 m/s, with 10 minutes waiting time on ice between the 
two bead-beating runs. The glass bead tubes were centrifuged at 10, 000 x g for 5 minutes at 
room temperature (20oC) and the remaining steps of the DNA extraction protocol were 
conducted according to the manufacturer’s instructions. DNA concentrations were measured 
using the Qubit 3.0 broad range assay (Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) for feces 
samples and the Qubit 3.0 high sensitivity assay for eggshell samples using a DeNovix QFX 
Fluorometer (Fisher Scientific, Ottawa, Canada). Purified DNA samples were stored at -20 oC. 
 
The 16S ribosomal RNA gene amplicons to be subjected to the Illumina Miseq 
sequencing were prepared using InvirogenTM PlatinumTM SuperFiTM DNA Polymerase (Thermo 
Fisher Scientific, Waltham, USA). As the DNA concentrations obtained from the extractions 
performed on eggshell samples were very low (< 1ng/µl), 14.5 µl of the total DNA extraction 
were used for each 30 µl reaction volume. For the feces samples, 12 ng of DNA were used per 
30 µl reaction volume. A 291 bp segment of the V4 region of the 16S rRNA gene was amplified 
using the following primers 515FP1-CS1F 
ACACTGACGACATGGTTCTACAGTGCCAGCMGCCGCGGTAA and 806RP1-CS2R 
TACGGTAGCAGAGACTTGGTCTGGACTACHVGGGTWTCTAAT (Caporaso et al, 
2012). The thermal cycling protocol started with an initial denaturation at 95 oC for 15 mins, an 
amplification step comprising 23 cycles of denaturation step at 95oC for 30 s, annealing step at 
55 oC for 30 s, and of elongation step at 72 oC for 180 s. A final elongation step at 72 oC for 10 
min was added. A negative control (H2O) and a positive control (Mock community) (Cedarlane, 
Burlington, US) were included during the amplification. A 5 µl volume of each reaction was 




were sent on dry ice to McGill University and Génome Québec Innovation Centre (Montréal, 
Québec, Canada) for Illumina Miseq PE250 sequencing. 
 
Sequence data processing 
All the sequenced samples were processed using Mothur v.1.39.5 following the Miseq 
standard operation procedure (https://www.mothur.org/wiki/Miseq_SOP, accessed April 2018). 
To begin, eggshell and feces sequences were analyzed together. As a first step, reads from each 
sample set were combined using the make.contigs command. Sequences that contained 
polymers or ambiguity were rejected using screen.seqs and identical sequences were merged 
with the unique.seqs command. The remaining sequences were aligned using the Silva database 
silva.nr_v128 (https://www.mothur.org/wiki/Silva_reference_files) and the chimeras were 
removed. Feces and eggshells sequences were segregated using remove.groups. Sequences 
originating from the control eggshell sample were removed from the eggshell sequences. The 
new eggshellsdataset and the fecesdataset were merged (merge_dataset) for the remaining 
analysis using merge.count and merge.files commands. The sequences were classified using 
both Silva silva.nr_v128 (https://www.mothur.org/wiki/Silva_reference_files) and RDP 
trainset16_022016.pds (https://www.mothur.org/wiki/RDP_reference_files) databases to 
describe the samples microbiota composition at the phylum and family-level. Only the bacterial 
and archaeal sequences were kept and clustered into operational taxonomic units (OTU) at a 
genetic distance dissimilarity of 3%. For alpha diversity analysis, the number of observed OTUs, 
the Inverse Simpson and the Shannon even indices were calculated using a subsample with the 
size of the smallest library with 1000 iterations; feces and eggshell samples were treated 




Student’s t-test (unpaired and paired where applicable) with a significance level of 0.05. These 
statistical analyses were run on GraphPad Prism 7 (Prism, LaJolla, USA). For beta diversity 
analysis, a distance matrix comparing all the samples was created using the Jaccard and the Yue 
& Clayton indices. The different groups were statistically compared using the Analysis of 
molecular variance test (AMOVA) with a significance level of 0.05 and the results were 
visualized using a Non-metric multidimensional scaling 2 axis plot (NMDS). Biomarkers that 
were associated with specific conditions were highlighted using the linear discriminant analysis 
effect size (LEfSe). Finally, OTUs that were observed rarely in the final merge_dataset 
(nseqs=1) were removed using the remove.rare command and a Venn diagram was generated to 
compare the OTU shared among groups. Command lines used in Mothur are available at 
















4.4 Results     
 
Bacterial communities of feces 
A total of 5,876,676 sequences were identified from the feces samples. Most of the 
sequences were bacterial sequences (99.8%), followed by the archaeal sequences (0.2%). An 
average of 62,661 sequences were found, this number varying between 39,680 and 105,243 
sequences among the analyzed samples. 
 
Following the taxonomic classification of the obtained sequences, a total of twenty-two 
and twenty different phyla were identified according to Silva and RDP databases, respectively 
(Supplementary Table 2). An average of thirteen phyla were found per sample, again this 
number varying between seven and eighteen phyla depending on the sample. Figure 1. illustrates 
the phyla identified with a relative abundance superior to 1% of total microbiota according to 
each of the database used. 
 
A total of 169 and 193 families were identified from feces samples according to Silva 
and RDP databases, respectively (Supplementary Table 2). The samples contained an average 
of 75 families, with minimum and maximum numbers ranging from 56 to 104 families, 
respectively. The major families (>1% of total microbiota) are represented in Figure 2. Results 
generated by the two databases differed only by the presence of one major family each, i.e. 







Bacterial communities on eggshells 
For eggshells samples, a total of 207,225 sequences were identified. Bacterial sequences 
represented over 99.6% of the sequences, followed by archaeal sequences that represented over 
0.1% of the sequences obtained. An average of 1,264 sequences were identified, this number 
varying between 546 and 6,216 sequences among samples. 
 
Sequence classification generated a total of thirty-six and twenty-nine different phyla 
were identified depending on assignation with Silva and RDP databases, respectively 
(Supplementary Table 2). An average of twelve phyla were identified per sample, this number 
varying between six and twenty-two phyla. Figure 1B illustrates the phyla found with a relative 
abundance superior to 1% of total microbiota according to Silva and RDP. Slight differences 
were observed when comparing results based on the two classifications. For Silva, Tenericutes 
and Bacteria-unclassified also represented 3% and 1%, respectively. Contrariwise, for RDP, 
Bacteria-unclassified represented 6%.  
 
A total of 344 and 257 families were found on eggshell surface according to Silva and 
RDP databases, respectively (Supplementary Table 2). The samples contained an average of 76 
families ranging from 48 to 138 families. The main families (>1% of total microflora) are 
displayed in Figure 2. Several noticeable differences were however identified between the two 
databases. 
 
Overall, when comparing the two databases used, several differences were observed. 




sequences obtained. Indeed, sequences that remained unclassified with one database were 
assigned an identity when using the other database. These databases seem complementary, but 
since the use of Silva generated unknown sequences while RDP did not, RDP database was 
retained for the rest of the analyses. 
 
Potential pathogens and spoilage bacteria detection 
Potential pathogens and potential spoilage bacteria were found in broiler breeder hens’ 
feces and on eggshells (Table 1). A flock was considered positive when at least one sample 
contained the sequence. Our results showed that the percentages of positive flocks and samples 
varied greatly depending on the bacterial genus considered. In most cases, the relative 
abundances of these genus were very low. However, it should be highlighted that some bacterial 
genera were over represented on eggshells: Acinetobacter, Campylobacter, Proteus and 
Salmonella were 100 times more represented in the bacterial communities identified on egg 
surfaces communities than in feces, Listeria and Pseudomonas were 10 times more represented 
on eggshells communities compared to feces and other genera such as Escherichia/Shigella, 
Helicobacter and Staphylococcus were equally represented in feces and eggshells communities. 
 
Alpha and beta diversities        
 For each feces and eggshell samples, a total of 25,038 OTUs were identified. For feces, 
an average of 975 OTUs were identified per sample, this number varying between 506 and 1,608 
OTUs among samples. For egg surfaces, an average of 358 OTUs were identified per sample, 





 For alpha diversity, the flock and the sampling time were identified as important factors. 
They both had a significant effect on the different diversity indices calculated for eggshell 
samples, and the sampling time only had a significant effect on the feces samples (Table 2). 
 
 For beta diversity, the Jaccard index, which considers the presence or absence of specific 
OTUs, and the Yue & Clayton measure, which considers the relative abundance of OTUs, were 
used to compare the structure of bacterial communities between the different sample groups. 
Examples of Jaccard distances matrices plotted using 2 dimensions NMDS comparing feces 
samples at Day 0 and after 4 weeks (Figure 3A), eggshell samples at Day 0 and after 4 weeks 
(Figure 3B) and feces and eggshell samples (Figure 3C) are presented. All the groups were 
statistically compared using an analysis of the molecular variance (AMOVA) (Table 3, 
Supplementary Table 3). The results showed that the fecal microbiota, as well as the eggshell 
bacterial communities significantly evolved during the 4- week sampling interval (p<0.05). The 
magnitude of this change also appeared to be flock specific (p<0.001). In addition, the fecal 
bacterial community composition and structuration significantly differed from the one observed 
for the egg surface (p<0.001). Biomarkers that were most strongly associated with each group 
(LDA Score [log 10] > 4) were highlighted using LEfSe. Six genera were detected with high 
LDA scores representing marked abundances in feces, such as Lactobacillus and Streptococcus 
genera, and seven were overrepresented in proportion on eggshells, such as 







Transfer of bacterial communities  
In order to identify the bacterial communities that were systematically shared between 
the feces of broiler breeders and their laid eggs, a Venn diagram was created at the OTU level 
with the final merge_dataset without singletons (Figure 5). Only OTUs that were shared 
between the two sample types for both sampling time points were considered, representing a 
total of 1790 OTUs. Among them, some OTUs were found more than 1000 times belonged to 
the genera Lactobacillus, Brachybacterium, Staphylococcus, Lachnospiraceae_unclassified, 
Jeotgalicoccus, Bacteroides, Ruminococcaceae_unclassified, Corynebacterium, Salinicoccus 
and Clostridiales_unclassified. Also, some of these 1790 OTUs were found more than 500 times 
and belonged to the genera Enterococcus, Yaniella and Brevibacterium, Romboutsia and 
Bacteria_unclassified. 
 
Finally, some sequences associated with each of the potentially pathogenic and spoilage 
bacteria were shared between feces and eggshell samples (Tableau 4). A flock was considered 
to have positive feces or positive eggshells when at least a sequence of a potential pathogen or 
spoilage bacteria was identified from one of the four or one of the seven samples, respectively. 
It should be highlighted that in some flocks, certain sequences associated with potentially 
pathogenic and spoilage bacteria present on eggshells (Acinetobacter, Listeria, Salmonella, 
Proteus and Campylobacter) could not be related to their presence in the feces (Tableau 4). For 
example, for 58% of the sampled flocks, some sequences associated with the genus 
Campylobacter were identified on eggshells whereas these sequences were not identified from 
































The current study describes, for the first time, the contribution of the bird’s fecal 
microbiota to the establishment of the microbiota found on the surface of the laid eggs. The 
current study was conducted at the breeder bird level of broiler production chain. A first step 
towards describing the transfer of the parental microbiota to the eggshell highlighted the 
bacterial community structuration of breeder feces and eggshells, an information that is 
presently absent from the scientific literature. The analyses of the broiler breeder hens’ fecal 
bacterial community composition, as well as of the microbiota of the surface of the eggs laid by 
these birds at two sampling times and between different flocks, are therefore also innovative 
elements of this work. 
 
The fecal microbiota of broiler breeder hens was mainly (>90%) composed of the 
Firmicutes, Actinobacteria, Proteobacteria and Bacteroidetes phyla. Similar results have been 
reported for wild birds (Banks et al, 2009; Lu et al, 2009), for laying hens (Videnska et al, 2013, 
2014) and for broiler chickens (Kaakoush et al, 2014; Videnska et al, 2014; Pauwels et al, 2015; 
Hou et al, 2016). It should be noted that, in addition to these major phyla commonly represented, 
the current study identified nineteen other phyla that were found in the bird’s feces, among 
which some have never been described in chickens feces to our knowledge, i.e. Elusimicrobia, 
Nitrospirae, Planctomycetes, Saccharibacteria, and Hydrogenedentes,  
 
Results showed that Lactobacillaceae was the most dominant family found in feces, a 
result which is in agreement with those reported by other studies (Forgetta et al, 2011; Kaakoush 




The reported role of Lactobacillaceae in improving gut health through a modulation of the 
immune system conferring antagonistic activities against pathogens (De Maesschalck et al, 
2015) suggests that birds with higher relative abundance of Lactobacillaceae, while still having 
a diverse microbiota, might be healthier than those with lower proportions of Lactobacillaceae 
(Singh et al, 2012; Deusch et al, 2014). Streptococcaceae and Peptostreptococcaceae were also 
part of the most abundant families belonging to Firmicutes, a result that is in agreement with the 
experiment conducted by Kaakoush and al. (2014). However, these authors and others reported 
that Ruminococcaceae was also dominant in Firmicutes (Singh et al, 2012; Videnska et al, 2014; 
Kaakoush et al, 2014), whereas this family represented only 1% of the families identified in the 
present work. Some studies indicated that the presence of Ruminococcaceae was negatively 
correlated with the feed conversion ratio and therefore with the weight gain (Singh et al, 2012; 
Menni et al, 2017). Broiler breeders are genetically selected for their high conversion index 
supporting the fact that the birds sampled in this study had low proportions of Ruminococcaceae 
in their fecal microbiota. Results also revealed that Enterobacteriaceae, Corynebacteriaceae 
and Bacteroidaceae dominated respectively the Proteobacteria, Actinobacteria and 
Bacteroidetes phyla, an observation also made by other authors (Singh et al, 2012; Videnska et 
al, 2014; Kaakoush et al, 2014). In addition to corroborate the information of the few studies of 
birds’ fecal microbiota, our results also revealed greater bacterial community richness. 
 
The majority of the known information on eggshell bacterial composition comes from 
culture-based studies. It has been reported that a clean eggshell harbored around 103 bacteria 
per egg (Sauveur, 1978). Only a few studies have investigated the eggshells microbiota using a 




2017; Neira et al, 2017). The current work identified a total of 37 phyla from the eggshell 
surface. A similar richness was reported on wild birds’ eggs (Shawkey et al, 2009; Lee et al, 
2014), while a lower richness was reported for laying hens living in a free-range system (22 
phyla) (Neira et al, 2017). Our work also indicated that more than 90% of the eggshell 
microbiota was represented by members of the Firmicutes, Actinobacteria, Proteobacteria and 
Bacteroidetes phyla, phyla that were also dominant in the feces samples analyzed. Such 
microbiota structuration was also reported in other studies describing the eggshell surface of 
wild birds (Lee et al, 2014) and of laying hens from free-range system (Neira et al, 2017). 
Interestingly for cage-housed hens (Neira et al, 2017), Fusobacteria was reported as the second 
predominant phylum, suggesting a role of the hen housing system on eggshell bacterial major 
communities. With the exception of two phyla, i.e Nitrospinae and Thermo-desulfobacteria, the 
phyla reported by Neira and al. (2017) were also identified in the present study. The present 
study allowed for the identification of ten phyla that had never been associated with eggshells, 
i.e. Candidatus Saccharibacteria, Euryarchaeota, Parcubacteria, SR1, Thaumarchaeota, FBP, 
RsaHf231, TM6_(Dependentiae), BJ-169 and candidate_division_WPS-1. 
 
Results showed that at least 257 families were found on the surface of the eggshells 
sampled, a richness also reported on wild birds’ eggs (Shawkey et al, 2009). However, the 
identity of the major families clearly differ from one study to another. For example, the current 
work showed that Ruminococcaceae was the most abundant member of Firmicutes, while 
Lachnospiraceae was the dominant family in the work from Neira and al. (2017) on free-range 
birds. To our knowledge, some of the major families identified in the current study have never 




such as the birds breed, the production system and the sampling procedure could all contribute 
to these differences (Neira et al, 2017). 
 
In the current study, potential animal and human pathogens (Lu et al, 2003; Hameed and 
Amin, 2010; Nasrin et al, 2012; Crespo et al, 2013; Thomas et al, 2013; Ebringer and Rashid, 
2014; Humphrey et al, 2014; Rouger et al, 2017), and spoilage bacteria (Techer et al, 2013; 
Neira et al, 2017), identified at the genus level, were reported from both the feces and eggshell 
samples analyzed. Even if most genera were present in low abundances, they can have important 
consequences on chicks, on their congeners and ultimately on public health. For feces, studies 
conducted on broiler chickens identified also some of these genera in fecal (Chien et al, 2011; 
Singh et al, 2012; Yan et al, 2017) or cecal samples (Zhu et al, 2002) with different relative 
abundances. Eggshells from laying hens presented these genera in different relative abundances 
(Neira et al, 2017) or detection rates (Cook et al, 2003; Jones et al, 2012). Interestingly 
according to our results some genera were over represented in eggshell microbial communities 
as compared to fecal ones. Then, considering that the fecal bacterial communities contribute to 
the contamination of the egg surface, this suggests a non-homogeneous transfer, suggesting a 
bacterial selection clearly observed here on the freshly laid eggs and factors affecting this 
selective transfer should be further described.  
 
Analyses revealed that the alpha-diversity of feces and eggshell microbiotas were 
differentially affected by the sampling time and by the flock. For feces, alpha-diversities 
changes were supported only by the sobs index and for some specific flocks only. Significant 




previously reported in a study conducted on broiler chickens (Oakley and Kogut, 2016). These 
differences suggest that alpha-diversity of the fecal microbiota is more stable in adult laying 
hens than in younger birds. For eggshells, alpha-diversity appeared strongly affected by the 
flock and to lesser extend by the sampling time point, an observation that has not been 
previously reported.  
 
This study also showed that the beta-diversity of feces, as well as eggshell microbiota 
was affected by both the sampling time and the flock. For feces, some studies have already 
reported significant differences over time for broiler chickens fecal microbiota (van der Wielen 
et al, 2002; Sekelja et al 2012; Oakley and Kogut, 2016), but none has investigated this 
parameter for adult breeder hens. Some authors have also reported inter-flock fluctuations for 
commercial laying hens (Videnska et al, 2013) and broiler chickens (Kaakoush et al, 2014; Hou 
et al, 2016), these fluctuations that had been associated to different parameters such as the birds’ 
origins (Videnska et al, 2014), or types of litter of feed (Stanley et al, 2015). In the current study, 
over time differences were supported by the presence of minor communities according to the 
Jaccard index which considers the presence or absence of specific OTUs, still relevant when 
considering pathogenic bacteria. For eggshells, our results showed a quite systematic evolution 
of the egg surface microbiota structure for a flock during a 4-week interval and were not 
previously reported in the actual literature. In a production chain perspective, our results 
suggested that the chicks, during hatching, will be exposed to different bacterial populations, 
depending on the flock of origin and on a specific moment during the lay period. Moreover, 
according to the LEfSe, some OTUs that were highly represented in the fecal microbiota (e.g. 




surfaces. These results reinforce the idea of a selection during the microbiota transfer, probably 
explained by the differential capacity of some bacteria to attach to or survive on the eggshell 
surface. These analyses suggested other origin than fecal for some OTU identified on shell. The 
majority of the OTUs systematically shared between shell and feces were previously reported 
along the gastrointestinal tract and/or in the feces of broiler chickens (Lu et al, 2003; Hou et al, 
2016; Le Gall-David et al, 2017; Qioa et al, 2018). Some others have been also identified in 
sample from the environment of poultry farms (i.e. in air, litter and dust samples) (Collins et al, 
1988; Weidhaas et al, 2010; Martin et al, 2011; O’Brien et al, 2016). A recent study involving 
passerine birds revealed that the eggshells had richer and more diverse bacterial communities 
than those found in the female cloaca. The authors identified the skin and feather bacterial 
communities as major contributors to the eggshell microbiota (van Veelen et al, 2017). Another 
study conducted on Eurasian Magpie reported that the eggshell microbiota was largely 
influenced by the microorganisms found in the nests (especially the feathers), whereas the 
maternal gut or cloaca appeared to be minor contributors (Lee et al, 2014). In the present study 
on broiler breeders, the 1790 shared OTUs represented 31% of the OTUs detected in eggshells 
samples and 15% of the OTUs found in feces samples, suggesting once more that if feces would 
contribute to the establishment of the microbiota found on the eggshell, other sources could be 
contributors as well.  
 
For numerous OTU found on eggshells, including potentially pathogenic bacteria e.g. 
Listeria, Salmonella, Proteus and Campylobacter, their presence could not be explained by their 
presence in feces, suggesting once again an environmental contribution. A study on wild birds 




increasing the abundance of some antibiotic-producing bacteria, e.g. Bacillus, on the eggshells, 
or by transferring theses bacteria from their feathers (Lee et al, 2014). As the poultry production 
and its environment seem to be a favorable reservoir for Proteus (Yeh et al, 2018), Listeria 
(Dahshan et al, 2016), Salmonella and Campylobacter (Jones et al, 2016), improved biosecurity 
measures would contribute to prevent the colonization of the hatchlings by pathogens coming 
from the contamination found on the eggshell surface.  
 
The current study identified several potential pathogens and spoilage bacteria that were 
shared between the broiler breeder feces and the surface of their laid eggs such as Acinetobacter, 
Campylobacter, Escherichia, Helicobacter, Listeria, Pseudomonas, Proteus, Salmonella and 
Staphylococcus. For Campylobacter, a recent research work conducted on laying hens also 
reported this sharing for birds living in cage-free systems (Jones et al, 2016). A recent study 
reported transmission of Escherichia from the breeder parents (fecal samples) to the shell of 
their laid eggs (Projahn et al, 2016). Regarding Salmonella, it is known that the bacterium can 
contaminate both the outer shell of the egg and, for some serotype, the inside of eggs through 
an infection of the hen’s reproductive tract or feces (Gantois et al, 2009). For Pseudomonas, it’s 
been reported that, in presence of water, e.g. the water present in fecal matters, Pseudomonads 
have the capacity to digest the cuticle, giving the bacteria better access to the pores and 
consequently increasing the risks of internal contamination of the egg by pathogens (Cook et al, 
2003, 2005). Given the possible involvement of these bacteria in diseases or in food spoilage, 






4.6 Conclusions  
 
This study documented for the first time the contribution of the fecal microbiota of laying 
hens (i.e. broiler breeders) to the establishment of the microbiota of their eggs laid. This work 
also provided the first description of eggshell and feces microbiomes of broiler breeding birds 
using high throughput sequencing approach. Our results showed that these microbiomes were 
dynamic over time and varied among flocks in these conditions. It also revealed the presence of 
potentially pathogenic bacteria on the surface of eggs, a presence that could not always be 
related to their identification in fecal matters. Therefore, we believe that all stakeholders, 
including producers, breeders, veterinarians, inspectors and researchers, should be aware of the 
microorganisms present higher up in the production pyramid in order to better manage the risks 
present for animal and for public health.  
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Table 1. Data1 on potential pathogens and spoilage bacteria found in the feces and on the eggshells.  
 Positive flocks (%) Positive samples (%) Relative abundance (%) 
 Feces Eggshells Feces Eggshells Feces Eggshells 
Acinetobacter (S) 92 100 43 87 2.5 x 10-2 1.7 x 100 
Campylobacter (P) 25 75 5 8 2.4 x 10-4 1.2 x 10-2 
Escherichia/Shigella (P) 100 100 88 22 2.9 x 10-2 4.2 x 10-2 
Helicobacter (P) 100 83 66 15 1.7 x 10-2 2.2 x 10-2 
Listeria (P) 33 17 4 1 2.2 x 10-4 9.7 x 10-4 
Pseudomonas (S) 100 100 40 75 2.0 x 10-2 3.1 x 10-1 
Proteus (P, S) 58 83 12 10 3.1 x 10-4 1.3 x 10-2 
Salmonella (P) 17 25 2 3 3.4 x 10-5 6.3 x 10-3 
Staphylococcus (P) 100 100 100 100 9.9 x 10-1 8.6 x 10-1 
1According to RDP database.  





Table 2. Comparison of alpha-diversity indices of feces and eggshells across broiler breeder flocks according to the time and the flock.  




Broiler breeder Groups 
Feces Eggshells 
Sobs Inv. Simpson’s Shannon even Sobs Inv. Simpson’s Shannon even 
Flock 1 Day0 vs 4weeks 748 11 0.50 207 51 0.86 
Flock 2 Day0 vs 4weeks 799 12 0.51 173 13 0.71 
Flock 3 Day0 vs 4weeks 893 15 0.50 235 101 0.91 
Flock 4 Day0 vs 4weeks 908 16 0.53 219 62 0.88 
Flock 5 Day0 vs 4weeks 900 17 0.52 245 65 0.85 
Flock 6 Day0 vs 4weeks 880 18 0.53 223 63 0.84 
Flock 7 Day0 vs 4weeks 825 16 0.51 240 85 0.90 
Flock 8 Day0 vs 4weeks 740 11 0.48 246 105 0.92 
Flock 9 Day0 vs 4weeks 658 12 0.47 253 89 0.91 
Flock 10 Day0 vs 4weeks 794 13 0.50 276 97 0.91 
Flock 11 Day0 vs 4weeks 719 11 0.47 207 36 0.77 
Flock 12 Day0 vs 4weeks 786 14 0.50 251 80 0.88 
All Flocks Day0 vs 4weeks* 806* 14* 0.50* 230* 70* 0.86* 
All Flocks** 0.09** 0.2** 0.5** <0.0001** <0.0001** <0.0001** 
p value under significant level (p<0.05) are represented in bold according to a T-Test unpaired or a T-Test paired* 
** P value of Kruskal Wallis Test 
Table 3. Microbiota structure comparison of feces and eggshells across broiler breeder flocks according to the time and the 
flock. 




Compared Groups Feces Eggshells 
Jaccard Yue & Clayton Jaccard Yue & Clayton 
Flock 1 Day0 vs 4weeks 0.066 0.786 0.001 0.005 
Flock 2 Day0 vs 4weeks 0.035 0.074 <0.001 0.484 
Flock 3 Day0 vs 4weeks 0.038 0.005 0.004 0.14 
Flock 4 Day0 vs 4weeks 0.047 0.006 0.001 <0.001 
Flock 5 Day0 vs 4weeks 0.287 0.609 0.004 0.002 
Flock 6 Day0 vs 4weeks 0.044 0.229 0.002 <0.001 
Flock 7 Day0 vs 4weeks 0.028 0.032 0.001 <0.001 
Flock 8 Day0 vs 4weeks 0.006 0.039 <0.001 0.001 
Flock 9 Day0 vs 4weeks 0.096 0.039 0.001 <0.001 
Flock 10 Day0 vs 4weeks 0.024 0.032 <0.001 <0.001 
Flock 11 Day0 vs 4weeks 0.068 0.032 0.001 0.017 
Flock 12 Day0 vs 4weeks 0.382 0.368 0.001 0.014 
All Flocks Day0 vs 4weeks 0.019 0.86 0.006 0.007 
All Flocks* 
 
<0.001 <0.001 <0.001 <0.001 
 Jaccard Yue & Clayton 
All Flocks Feces vs Eggshells <0.001 <0.001 
P value under significant level (p<0.05) are represented in bold 





Table 4. Percentage of flocks for which genus sequence1 were detected* on both eggshells and feces 
samples, and for which genus sequence1 were detected* on the eggshells, but that were found to 
be absent in feces. 
 
 Flock (%) 
Genus sequence Eggshells+ / Feces+ Eggshells+ / Feces- 
Acinetobacter (S) 92 8 
Campylobacter (P) 17 58 
Escherichia/Shigella (P) 100 0 
Helicobacter (P) 83 0 
Listeria (P) 8 8 
Proteus (P, S) 50 0 
Pseudomonas (S) 100 33 
Salmonella (P) 8 17 
Staphylococcus (P) 100 0 
The taxonomic assignment is according to RDP database. 
*At least one sample within the flock contained sequences of the bacterial genus. 






Figure 1. Stacked-bar chart illustrating the major phyla (>1% of total microbiota) found in feces 
and eggshell samples according to Silva and RDP databases. 
 
Figure 2. Stacked-bar chart illustrating the major families (>1% of total microbiota) found in feces 
and eggshell samples according to Silva and RDP databases. 
 
Figure 3. Examples of the 2 dimensions NMDS plots using Jaccard distances matrices to compare 
A) broiler breeder fecal microbiota beta-diversity according to the time of sampling, B) eggshell 
microbiota beta-diversity according to the time of sampling, and C) overall microbiota according 
to the sample type. 
 
Figure 4. Comparison of the broiler breeder fecal microbiota and eggshell microbiota using LEfSe. 
Histogram of the LDA scores for significantly differentially abundant biomarkers among groups 
(LDA Score [log 10] > 4). Red = Feces and Blue = Eggshells.  
 
Figure 5. Comparison of the shared OTUs by groups using a Venn diagram. The groups compared 
were: i) eggshells at Day 0 of the study; ii) eggshells 4 weeks after; iii) feces at Day 0 of the study; 



























































































































































































































































Supplementary Table S1. Information on the broiler breeder flocks. 
ID Race Age at Day 0 Age at 4 weeks 
Flock 1  
Ross 
36 weeks 40 weeks 
Flock 2 45 weeks 49 weeks 






























Phyla Families Phyla Families Phyla Families Phyla Families
Euryarchaeota Halobacteriaceae Euryarchaeota Natrialbaceae Euryarchaeota Halobacteriaceae Euryarchaeota Halobacteriaceae
Cyanobacteria Methanobacteriaceae Deinococcus5Thermus Methanobacteriaceae Thaumarchaeota Methanobacteriaceae Thaumarchaeota Natrialbaceae
Deferribacteres Methanocorpusculaceae Elusimicrobia Methanocorpusculaceae Acidobacteria Methanocorpusculaceae Acidobacteria Methanobacteriaceae
Deinococcus5Thermus Methanosarcinaceae Firmicutes Methanosarcinaceae Cyanobacteria Thermoplasmatales_Incertae_Sedis Deinococcus5Thermus Methanocorpusculaceae
Elusimicrobia Thermoplasmatales_Incertae_Sedis Fusobacteria Methanomassiliicoccaceae Deferribacteres Soil_Crenarchaeotic_Group(SCG)_fa Elusimicrobia Methanomassiliicoccaceae
Firmicutes Cyanobacteria_unclassified Lentisphaerae Deinococcaceae Deinococcus5Thermus Acidobacteriaceae_(Subgroup_1) Fibrobacteres Thermoplasmata_unclassified
Fusobacteria Gastranaerophilales_fa Nitrospirae Deinococcales_unclassified Elusimicrobia Blastocatellaceae_(Subgroup_4) Firmicutes Nitrososphaera
Hydrogenedentes Deferribacteraceae Planctomycetes Trueperaceae FBP ABS519 Fusobacteria Acidobacteria_Gp1_unclassified
Actinobacteria Deinococcaceae Actinobacteria Elusimicrobiaceae Fibrobacteres Subgroup_7_fa Gemmatimonadetes Gp1_unclassified
Lentisphaerae Trueperaceae Proteobacteria Alicyclobacillaceae Firmicutes Solibacteraceae_(Subgroup_3) Lentisphaerae Granulicella_unclassified
Nitrospirae Elusimicrobiaceae Spirochaetes Paenibacillaceae_1 Fusobacteria Subgroup_17_fa Nitrospirae Terriglobus_unclassified
Planctomycetes Alicyclobacillaceae Synergistetes Paenibacillaceae_2 Gemmatimonadetes Subgroup_25_fa Parcubacteria Gp10_unclassified
Proteobacteria Staphylococcaceae Tenericutes Planococcaceae Actinobacteria Subgroup_6_fa Planctomycetes Gp16_unclassified
Saccharibacteria Thermoactinomycetaceae Verrucomicrobia Staphylococcaceae Ignavibacteriae Subgroup_6_unclassified Actinobacteria Gp17_unclassified
Spirochaetae Bacillaceae Bacteria_unclassified Thermoactinomycetaceae_1 Lentisphaerae Chloroplast_fa Proteobacteria Gp25_unclassified
Synergistetes Bacillales_unclassified Bacteroidetes Bacillaceae_1 Nitrospirae Cyanobacteria_unclassified SR1 Acidobacteria_Gp3_unclassified
Tenericutes Family_XII Candidatus_Saccharibacteria Bacillaceae_2 Parcubacteria Gastranaerophilales_fa Spirochaetes Gp3_unclassified
Verrucomicrobia Listeriaceae Chlamydiae Bacillales_Incertae_Sedis_XII Planctomycetes Obscuribacterales_fa Synergistetes Acidobacteria_Gp4_unclassified
Bacteria_unclassified Paenibacillaceae Chloroflexi Bacillales_incertae_sedis Proteobacteria Deferribacteraceae Tenericutes Aridibacter_unclassified
Bacteroidetes Planococcaceae Deferribacteres Bacillales_unclassified RsaHf231 Deinococcaceae Thermotogae Blastocatella_unclassified
Chlamydiae Bacilli_unclassified Listeriaceae SR1_(Absconditabacteria) Trueperaceae Verrucomicrobia Pyrinomonas_unclassified
Chloroflexi Aerococcaceae Bacilli_unclassified Saccharibacteria Thermaceae candidate_division_WPS51 Gp6_unclassified
Carnobacteriaceae Aerococcaceae Spirochaetae Elusimicrobiaceae Armatimonadetes Gp7_unclassified
Enterococcaceae Carnobacteriaceae Armatimonadetes FBP_fa Bacteria_unclassified Deinococcaceae
Lactobacillaceae Enterococcaceae Synergistetes Fibrobacteraceae Bacteroidetes Deinococcales_unclassified
Lactobacillales_unclassified Lactobacillaceae TM6_(Dependentiae) Staphylococcaceae Candidatus_Saccharibacteria Trueperaceae
Leuconostocaceae Lactobacillales_unclassified Tenericutes Thermoactinomycetaceae Chlamydiae Deinococci_unclassified
Streptococcaceae Leuconostocaceae Thermotogae Bacillaceae Chloroflexi Thermaceae
TSCOR0015H18_fa Streptococcaceae Verrucomicrobia Bacillales_unclassified Deferribacteres Elusimicrobiaceae
Clostridia_unclassified Clostridia_unclassified BJ5169 Family_X Fibrobacteraceae
Family_XI Catabacteriaceae BRC1 Family_XI Paenibacillaceae_1
Family_XIII Lachnospiraceae Bacteria_unclassified Family_XII Paenibacillaceae_2
Lachnospiraceae Peptococcaceae_1 Bacteroidetes Listeriaceae Planococcaceae
Peptococcaceae Peptococcaceae_2 Chlamydiae Paenibacillaceae Staphylococcaceae
Peptostreptococcaceae Peptoniphilaceae Chloroflexi Planococcaceae Thermoactinomycetaceae_1
Ruminococcaceae Peptostreptococcaceae Bacilli_unclassified Bacillaceae_1
Syntrophomonadaceae Ruminococcaceae C178B_fa Bacillaceae_2
Christensenellaceae Syntrophomonadaceae Aerococcaceae Bacillales_Incertae_Sedis_X
Clostridiaceae_1 Christensenellaceae Carnobacteriaceae Bacillales_Incertae_Sedis_XI
Clostridiaceae_2 Clostridiaceae_1 Enterococcaceae Bacillales_Incertae_Sedis_XII
Clostridiales_unclassified Clostridiaceae_2 Lactobacillaceae Bacillales_incertae_sedis
Clostridiales_vadinBB60_group Clostridiales_Incertae_Sedis_XI Lactobacillales_unclassified Bacillales_unclassified
Defluviitaleaceae Clostridiales_Incertae_Sedis_XII Leuconostocaceae Listeriaceae
Eubacteriaceae Clostridiales_Incertae_Sedis_XIII Streptococcaceae Bacilli_unclassified
MBA03_fa Clostridiales_unclassified TSCOR0015H18_fa Aerococcaceae
Thermoanaerobacteraceae Eubacteriaceae Clostridia_unclassified Carnobacteriaceae
Erysipelotrichaceae Thermoanaerobacteraceae Caldicoprobacteraceae Enterococcaceae
Firmicutes_unclassified Erysipelotrichaceae Family_XI Lactobacillaceae
Acidaminococcaceae Firmicutes_unclassified Family_XII Lactobacillales_unclassified
Selenomonadales_unclassified Acidaminococcaceae Family_XIII Leuconostocaceae
Veillonellaceae Selenomonadales_unclassified Lachnospiraceae Streptococcaceae
Fusobacteriaceae Veillonellaceae Peptococcaceae Clostridia_unclassified
Fusobacteriales_unclassified Fusobacteriaceae Peptostreptococcaceae Gracilibacteraceae
Hydrogenedentes_fa Victivallaceae Ruminococcaceae Lachnospiraceae
Acidimicrobiales_unclassified Nitrospiraceae Syntrophomonadaceae Peptococcaceae_1
Iamiaceae Planctomycetaceae Christensenellaceae Peptoniphilaceae
Actinobacteria_unclassified Iamiaceae Clostridiaceae_1 Peptostreptococcaceae
Micromonosporaceae Actinobacteria_unclassified Clostridiaceae_2 Ruminococcaceae
Nocardioidaceae Actinomycetaceae Clostridiaceae_3 Syntrophomonadaceae
Propionibacteriaceae Dermabacteraceae Clostridiales_unclassified Christensenellaceae
Propionibacteriales_unclassified Dermacoccaceae Clostridiales_vadinBB60_group Clostridiaceae_1
Pseudonocardiaceae Dietziaceae Defluviitaleaceae Clostridiaceae_2
Streptomycetaceae Geodermatophilaceae Eubacteriaceae Clostridiales_Incertae_Sedis_XI
Nocardiopsaceae Glycomycetaceae ODP1230B8.23 Clostridiales_Incertae_Sedis_XII
Streptosporangiales_unclassified Intrasporangiaceae M555D21_fa Clostridiales_Incertae_Sedis_XIII
Actinomycetaceae Jonesiaceae MBA03_fa Clostridiales_unclassified
Actinopolysporaceae Kineosporiaceae Thermoanaerobacteraceae Eubacteriaceae
Bifidobacteriaceae Microbacteriaceae Erysipelotrichaceae Erysipelotrichaceae
Corynebacteriaceae Actinomycetales_unclassified Firmicutes_unclassified Firmicutes_unclassified
Corynebacteriales_Incertae_Sedis Micrococcaceae Acidaminococcaceae Acidaminococcaceae
Corynebacteriales_unclassified Micromonosporaceae Veillonellaceae Selenomonadales_unclassified
Dietziaceae Mycobacteriaceae Fusobacteriaceae Veillonellaceae
Mycobacteriaceae Nakamurellaceae Leptotrichiaceae Fusobacteriaceae
Nocardiaceae Nocardiaceae AKAU4049_fa Leptotrichiaceae
Geodermatophilaceae Nocardioidaceae BD2511_terrestrial_group_fa Gemmatimonadaceae
Nakamurellaceae Nocardiopsaceae Gemmatimonadaceae Victivallaceae
Glycomycetaceae Promicromonosporaceae Longimicrobiaceae Oligosphaeraceae
Kineosporiaceae Propionibacteriaceae S0134_terrestrial_group_fa Nitrospiraceae
Beutenbergiaceae Pseudonocardiaceae Acidimicrobiaceae Parcubacteria_unclassified
Jonesiaceae Beutenbergiaceae Acidimicrobiales_Incertae_Sedis Planctomycetes_unclassified
Microbacteriaceae Ruaniaceae Acidimicrobiales_unclassified Planctomycetaceae
Micrococcaceae Sanguibacteraceae Iamiaceae Acidimicrobiaceae
Micrococcales_unclassified Streptomycetaceae OM1_clade Acidimicrobiales_unclassified
Promicromonosporaceae Bogoriellaceae Actinobacteria_unclassified Iamiaceae
Ruaniaceae Brevibacteriaceae Micromonosporaceae Actinobacteria_unclassified
Sanguibacteraceae Corynebacteriaceae Nocardioidaceae Actinomycetaceae
Bogoriellaceae Corynebacterineae_incertae_sedis Propionibacteriaceae Demequinaceae
Brevibacteriaceae Bifidobacteriaceae Propionibacteriales_unclassified Dermabacteraceae
Demequinaceae Coriobacteriaceae Pseudonocardiaceae Dermacoccaceae
Dermabacteraceae Nitriliruptoraceae Streptomycetaceae Dietziaceae
Dermacoccaceae Patulibacteraceae Nocardiopsaceae Geodermatophilaceae
Dermatophilaceae Solirubrobacteraceae Streptosporangiaceae Glycomycetaceae
Intrasporangiaceae Actinobacteria_unclassified Streptosporangiales_unclassified Intrasporangiaceae
Actinobacteria_unclassified Alphaproteobacteria_unclassified Actinomycetaceae Jonesiaceae
Coriobacteriaceae Caulobacteraceae Bifidobacteriaceae Kineosporiaceae
MB5A25108_fa Aurantimonadaceae Corynebacteriaceae Microbacteriaceae
Nitriliruptoraceae Rhizobiales_unclassified Corynebacteriales_Incertae_Sedis Actinomycetales_unclassified
Elev516S51332 Bradyrhizobiaceae Corynebacteriales_unclassified Micrococcaceae
Patulibacteraceae Brucellaceae Dietziaceae Micromonosporaceae
Solirubrobacteraceae Hyphomicrobiaceae Mycobacteriaceae Mycobacteriaceae
TM146 Methylobacteriaceae Nocardiaceae Nakamurellaceae
Victivallaceae Phyllobacteriaceae Frankiaceae Nocardiaceae
Victivallales_unclassified Rhizobiaceae Frankiales_unclassified Nocardioidaceae
vadinBE97 Rhodobacteraceae Geodermatophilaceae Nocardiopsaceae
Nitrospiraceae Rhodospirillaceae Nakamurellaceae Promicromonosporaceae
Planctomycetaceae Rhodospirillales_unclassified Sporichthyaceae Propionibacteriaceae
Alphaproteobacteria_unclassified Erythrobacteraceae Glycomycetaceae Pseudonocardiaceae
Caulobacteraceae Sphingomonadaceae Kineosporiaceae Ruaniaceae
Aurantimonadaceae Betaproteobacteria_unclassified Beutenbergiaceae Sanguibacteraceae
Phyllobacteriaceae Alcaligenaceae Jonesiaceae Streptomycetaceae
Rhizobiaceae Burkholderiales_unclassified Microbacteriaceae Streptosporangiaceae
Rhizobiales_unclassified Comamonadaceae Micrococcaceae Bogoriellaceae
Bradyrhizobiaceae Oxalobacteraceae Micrococcales_Incertae_Sedis Brevibacteriaceae
Brucellaceae Sutterellaceae Micrococcales_unclassified Cellulomonadaceae
Hyphomicrobiaceae Neisseriaceae Promicromonosporaceae Corynebacteriaceae
Methylobacteriaceae Nitrosomonadaceae Ruaniaceae Corynebacterineae_incertae_sedis
Rhodobacteraceae Rhodocyclaceae Sanguibacteraceae Cryptosporangiaceae
Rhodospirillaceae Bradymonadaceae Bogoriellaceae Bifidobacteriaceae
Rhodospirillales_unclassified Deltaproteobacteria_unclassified Brevibacteriaceae Coriobacteriaceae
Mitochondria Desulfovibrionaceae Cellulomonadaceae Gaiellaceae
Erythrobacteraceae Desulfovibrionales_unclassified Demequinaceae Nitriliruptoraceae
Sphingomonadaceae Campylobacteraceae Dermabacteraceae Conexibacteraceae
Sphingomonadales_unclassified Helicobacteraceae Dermacoccaceae Patulibacteraceae
Betaproteobacteria_unclassified Aeromonadaceae Dermatophilaceae Solirubrobacteraceae
Alcaligenaceae Succinivibrionaceae Intrasporangiaceae Solirubrobacterales_unclassified
Burkholderiales_unclassified Halomonadaceae Actinobacteria_unclassified Actinobacteria_unclassified
Comamonadaceae Oceanospirillaceae Coriobacteriaceae Thermoleophilaceae
Oxalobacteraceae Oceanospirillales_incertae_sedis Nitriliruptoraceae Geminicoccus
Neisseriaceae Pasteurellaceae Gaiellaceae Alphaproteobacteria_unclassified
Rhodocyclaceae Moraxellaceae Gaiellales_unclassified Caulobacteraceae
Bdellovibrionaceae Pseudomonadaceae Elev516S51332 Aurantimonadaceae
Bradymonadaceae Pseudomonadales_unclassified Patulibacteraceae Rhizobiales_unclassified
Deltaproteobacteria_unclassified Piscirickettsiaceae Solirubrobacteraceae Xanthobacteraceae
Desulfovibrionaceae Xanthomonadaceae Solirubrobacterales_unclassified Beijerinckiaceae
Desulfovibrionales_unclassified Alteromonadaceae TM146 Bradyrhizobiaceae
Sandaracinaceae Idiomarinaceae YNPFFP1 Brucellaceae
Myxococcales_unclassified Enterobacteriaceae Thermoleophilia_unclassified Hyphomicrobiaceae
Campylobacteraceae Gammaproteobacteria_unclassified Thermoleophilaceae Methylobacteriaceae
Helicobacteraceae Proteobacteria_unclassified IheB357 Methylocystaceae
Gammaproteobacteria_unclassified Brachyspiraceae Lentisphaerae_unclassified Phyllobacteriaceae
Halomonadaceae Spirochaetaceae Victivallaceae Rhizobiaceae
Oceanospirillaceae Synergistaceae Victivallales_unclassified Rhodobacteraceae
Pasteurellaceae Acholeplasmataceae vadinBE97 Acetobacteraceae
Moraxellaceae Mollicutes_unclassified Oligosphaeraceae Rhodospirillaceae
Pseudomonadaceae Mycoplasmataceae Nitrospiraceae Rhodospirillales_unclassified
Piscirickettsiaceae Opitutae_unclassified Candidatus_Falkowbacteria_fa Rickettsiaceae
Xanthomonadaceae Puniceicoccaceae Parcubacteria_fa Erythrobacteraceae
Aeromonadaceae Subdivision5_unclassified OM190_fa Sphingomonadaceae
Succinivibrionaceae Verrucomicrobiaceae Phycisphaerae_unclassified Sphingomonadales_unclassified
Alteromonadaceae Bacteria_unclassified Phycisphaeraceae Betaproteobacteria_unclassified
Idiomarinaceae Bacteroidetes_unclassified Tepidisphaeraceae Alcaligenaceae
Cellvibrionaceae Bacteroidaceae Planctomycetaceae Burkholderiaceae
Porticoccaceae Bacteroidales_unclassified Planctomycetes_unclassified Burkholderiales_incertae_sedis
Enterobacteriaceae Porphyromonadaceae Alphaproteobacteria_Incertae_Sedis_unclassified Burkholderiales_unclassified
Proteobacteria_unclassified Prevotellaceae Alphaproteobacteria_unclassified Comamonadaceae
Saccharibacteria_fa Rikenellaceae Caulobacteraceae Oxalobacteraceae
Brachyspiraceae Cyclobacteriaceae Hyphomonadaceae Sutterellaceae
Spirochaetaceae Cryomorphaceae Aurantimonadaceae Hydrogenophilaceae
Synergistaceae Flavobacteriaceae Phyllobacteriaceae Methylophilaceae
Acholeplasmataceae Chitinophagaceae Rhizobiaceae Neisseriaceae
Mollicutes_RF9_fa Sphingobacteriaceae Rhizobiales_Incertae_Sedis Nitrosomonadaceae
Mollicutes_unclassified Sphingobacteriales_unclassified Rhizobiales_unclassified Rhodocyclaceae
Mycoplasmataceae Candidatus_Saccharibacteria_unclassified Xanthobacteraceae Bacteriovoracaceae
NB15n_fa Chlamydiaceae Bartonellaceae Bdellovibrionaceae
Opitutae_unclassified Caldilineaceae Beijerinckiaceae Bradymonadaceae
Opitutae_vadinHA64_fa Chloroflexi_unclassified Bradyrhizobiaceae Deltaproteobacteria_unclassified
Verrucomicrobiaceae Sphaerobacteraceae Brucellaceae Desulfovibrionaceae
WCHB1541_fa Thermomicrobia_unclassified Hyphomicrobiaceae Desulfovibrionales_unclassified


























































































































































































Silva RDP Silva RDP
Supplementary Table S2 
! ! !
Supplementary,Table,S3.!Microbiota!structure!comparison!of!feces!and!eggshells!across!broiler!breeder!flocks!according!to!the!flock.
A) Flock!1 Flock!2 Flock!3 Flock!4 Flock!5 Flock!6 Flock!7 Flock!8 Flock!9 Flock!10 Flock!11 Flock!12
Flock!1 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!2 0.305 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 0.001 <0.001
Flock!3 <0.001 <0.001 0.06 <0.001 <0.001 <0.001 0.001 0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!4 <0.001 <0.001 0.104 0.009 0.008 0.006 0.004 <0.001 0.004 0.004 0.005
Flock!5 <0.001 0.001 0.343 0.01 0.001 0.006 <0.001 <0.001 <0.001 0.009 0.004
Flock!6 0.001 0.001 0.002 <0.001 0.019 <0.001 0.001 <0.001 <0.001 0.004 0.002
Flock!7 <0.001 <0.001 0.18 0.11 0.399 <0.001 0.015 <0.001 0.003 0.011 0.014
Flock!8 <0.001 <0.001 0.035 0.013 0.06 <0.001 0.403 <0.001 <0.001 0.015 0.006
Flock!9 <0.001 <0.001 0.01 <0.001 0.031 0.003 0.006 <0.001 <0.001 <0.001 0.001
Flock!10 <0.001 <0.001 0.019 <0.001 0.03 <0.001 0.028 0.001 0.059 <0.001 <0.001
Flock!11 <0.001 <0.001 0.015 <0.001 0.042 <0.001 0.112 0.032 <0.001 <0.001 0.09
Flock!12 <0.001 <0.001 0.017 0.012 0.077 <0.001 0.387 0.412 0.001 <0.001 0.019
B) Flock!1 Flock!2 Flock!3 Flock!4 Flock!5 Flock!6 Flock!7 Flock!8 Flock!9 Flock!10 Flock!11 Flock!12
Flock!1 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!2 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!3 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!4 0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!5 <0.001 <0.001 0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!6 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!7 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 0.003 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!8 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!9 <0.001 <0.001 0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!10 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001
Flock!11 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 0.059 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001 <0.001






















































 Les bactéries retrouvées dans les matières fécales des poules reproductrices de poulet 
de chair représentent les premières bactéries rencontrées par l’œuf durant et après la ponte. 
Toutefois, la contribution de ces micro-organismes à l’établissement du microbiote retrouvé à 
la surface de la coquille de l’œuf reste encore pratiquement inconnue. Cette étude est une 
première étape dans la description de la structure (distribution) et de la diversité des 
communautés bactériennes présentes au niveau de la production primaire de poulets de chair 
au Québec, i.e. dans les matières fécales des oiseaux reproducteurs et à la surface de leurs œufs 
pondus. Ce projet a également fourni les premières données concernant la contribution du 
transfert de l’écosystème microbien fécal des poules reproductrices à l’établissement du 
microbiote présent à la surface de la coquille des œufs pondus par celles-ci.  
 
5.1 Interprétation des résultats 
 
 Dans le cadre de ce projet de maîtrise, les troupeaux d’oiseaux reproducteurs de poulet 
de chair ont été sélectionnés de façon complètement aléatoire. Les oiseaux étaient de races Cobb 
et Ross; deux races prédominantes dans la filière de type chair au Québec. Il s’agit en fait d’un 
premier projet exploratoire mené au niveau de la production primaire des poulets de chair au 
Québec. Les résultats de composition et de diversité des différents microbiotes à l’étude (i.e. 
fécal et de surface des œufs) se sont avérés en grande partie comparables avec ce qui avait déjà 
été rapporté dans d’autres pays chez différents types d’oiseaux sauvages et de volailles. Bien 
sûr, plusieurs facteurs comme la génétique des oiseaux peuvent engendrer des différences de 
résultats entre les études. Les données obtenues quant au transfert de l’écosystème microbien 




très novateurs. De ce fait, et étant conscient des limites du présent projet exploratoire (i.e. choix 
des troupeaux, régie dans les fermes, âge et race des oiseaux différents), la prochaine étape sera 
de mettre en place une seconde étude, cette fois-ci mieux structurée, afin d’avoir des résultats 
plus solides et plus représentatifs de la réalité de l’industrie avicole au Québec.  
 
 La présente étude a été conduite de façon à représenter la dynamique présente au sein 
d’un troupeau (lot d’oiseau). Un projet de recherche a été effectué récemment dans notre 
laboratoire afin de définir les conditions d’échantillonnage pour aboutir à la description 
stabilisée du microbiote fécal d’un lot d’oiseaux et de la flore de surface d’un lot d’œufs pondus 
en mesurant la variance entre différents groupes d’échantillons. Les résultats ont montré que le 
regroupement de 7 fèces étaient nécessaires minimalement afin de représenter un lot d’oiseaux 
(Larivière-Gauthier et al, Manuscrit en préparation). Cependant, puisque les fèces utilisées dans 
leur étude proviennent de poulets de chair gardés en confinement de niveau 2, il est possible que 
la variance du microbiote soit plus faible que dans un troupeau classique et donc, qu’un plus 
grand nombre d’échantillon soit nécessaire afin de représenter un troupeau semblable à ceux 
impliqués dans le présent projet de maîtrise. Pour cette raison, 10 fèces ont été regroupés dans 
ce projet-ci. Finalement, les œufs utilisés dans leur étude proviennent de l’un des troupeaux 
d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair échantillonné dans le présent projet de maîtrise et 
ont été prélevés de la même manière (i.e. échantillonnage stratifiée). Les auteurs ont montré que 
le regroupement de 7 œufs étaient nécessaires minimalement afin de représenter un troupeau 
(Larivière-Gauthier et al, Manuscrit en préparation). En regroupant 10 œufs dans le présent 





 Dans le présent projet, la proportion des micro-organismes composants le microbiote 
variait en fonction du type d’échantillon (i.e. fèces des oiseaux reproducteurs de poulet de chair 
et surface des coquilles d’œufs), de la période d’échantillonnage et du troupeau échantillonné. 
Pour les fèces, la composition du microbiote des oiseaux reproducteurs de poulet de chair 
apparait comparable à celles déjà rapportées chez des poulets de chair (Singh et al, 2012; 
Videnska et al, 2014; Kaakoush et al, 2014). Pour les surfaces de coquilles d’œufs, les 
différences de composition relevées entre les œufs pondus par les oiseaux reproducteurs de 
poulet de chair du présent projet et ceux pondus par des oiseaux sauvages ou des poules 
pondeuses d’autres études peuvent entre autres être expliquées par les races d’oiseaux, le 
système d’hébergement des oiseaux, l’état des œufs et finalement la régie des différents intrants 
(eau, moulée, litière, etc.) (Lee et al, 2014 ; Neira et al, 2017 ; Van Veelen et al, 2017). Puis, 
plusieurs différences au niveau des résultats ont été observées selon la base de données utilisée 
pour faire l’assignation taxonomique. Une partie de ces différences peut être expliquée par 
l’assignation avec une base de données d’une séquence qui n’était pas référencée dans l’autre 
base. Dans ce cas l’interprétation est aisée : il est donc très pertinent d’utiliser plus d’une base 
de données pour faire une étude plus complète du microbiote. Cependant, dans certains cas, les 
différences ne peuvent s’expliquer que par un traitement algorithmique différent des séquences, 
donc l’interprétation des différences de résultats selon la base de données utilisée pour 
l’assignation est plus ambigüe.  
 
 Les résultats de cette étude ont révélé la présence de genres bactériens potentiellement 
pathogènes pour les poules et l’humain, mais aussi de bactéries d’altération à la surface des 




que ces bactéries soient présentes en faibles proportions, cela peut avoir d’importantes 
conséquences sur le poussin (futur poulet de chair), sur ses congénères et ultimement sur la santé 
publique. Les résultats de la présente étude suggèrent un transfert non homogène des 
communautés bactériennes fécales vers celles présentes sur l’œuf et donc, suggère une sélection 
bactérienne sur les œufs fraîchement pondus. Cette sélection peut être associée à la capacité de 
certaines bactéries à s’attacher plus facilement à la surface de l’œuf que d’autres ou à mieux 
survivre sur l’œuf. Ces résultats sont pertinents autant dans une perspective de santé animale 
que de santé publique puisque cette sélection de bactéries transférées peut par la suite initier la 
formation de biofilms à la surface des coquilles d’œufs lors du stockage ou l’incubation des 
œufs comme il a déjà été observé pour certains genres, incluant Listeria (Minhui et al, 2016), 
Salmonella (Pande et al, 2016), Staphylococcus (Neira et al, 2017) et Pseudomonas (Jung et al, 
2017).  
 
Les résultats de ce projet ont aussi montré que la diversité bêta des communautés 
bactériennes dans les fèces et à la surface des coquilles d’œufs variait selon les troupeaux et 
étaient dynamiques dans le temps dans les conditions de notre étude. Pour les fèces, ces 
différences significatives à travers le temps pourraient être associées au vidage des différentes 
sections du tractus gastro-intestinal donnant des mélanges finaux de matières fécales distincts 
(Sekelja et al, 2012; Oakley et al, 2016). Pour les œufs, cette fluctuation temporelle indique 
que les poussins seront exposés à différentes populations bactériennes lors de l’éclosion, 
dépendamment de la période de temps à laquelle les œufs sont pondus. Ainsi, les poussins nés 
d’un même troupeau de poules (qui pondent de l’âge de 21 à 56 semaines de vie) peuvent avoir 




inter-troupeaux concernant les deux types de microbiotes pourraient être associées à une 
panoplie de facteurs environnementaux comme l’origine des oiseaux (Videnska et al, 2014), le 
type de litière, le type de nourriture (Stanley et al, 2015), des pratiques et des employés 
différents d’un bâtiment à un autre, l’emplacement géographique de la ferme, etc.  
 
 Cette étude a documenté pour la première fois la contribution de l’écosystème microbien 
fécal de poules pondeuses (i.e. oiseaux reproducteurs de poulet de chair) à l’établissement du 
microbiote retrouvé à la surface des œufs pondus et a montré que ce transfert n’était pas 
systématique. Les OTUs partagées entre les fèces et les surfaces de coquilles d’œufs aux deux 
temps d’échantillonnage représentaient 15% des OTUs détectées dans les échantillons de fèces 
et 31% des OTUs détectées dans des échantillons de surfaces de coquilles d'œufs. Cette 
observation suggère que les matières fécales auraient contribué à l'établissement du microbiote 
trouvé sur la coquille de l'œuf, mais que d'autres sources ont aussi pu être d’importants 
contributeurs. Les récentes études menées sur des oiseaux sauvages ont rapporté plusieurs 
éléments contribuant à l’établissement du microbiote à la surface des coquilles d’œufs, 
principalement les plumes des oiseaux (Lee et al, 2014 ; van Veelen et al, 2017). Cependant, il 
est possible que les communautés bactériennes présentes à la surface des coquilles d’œufs soient 
des populations minoritaires des fèces qui n’ont pas été détectées lors du séquençage. En fait, le 
niveau de détection de la métagénomique 16S ne sera pas la même pour les fèces et les œufs 
(nombre beaucoup plus important de micro-organismes dans des fèces qu’à la surface d’une 
coquille d’œuf. Je suis d’avis que les fèces pourraient être un contributeur majeur du microbiote 
retrouvé à la surface des coquilles d’œufs puisque ce sont les premières bactéries (celles du tube 




étude avec une méthodologie différente et incluant d’autres types d’échantillons sont nécessaires 
afin de mieux identifier le(s) contributeur(s). Finalement, des séquences associées à toutes les 
bactéries potentiellement pathogènes et d’altération identifiées précédemment ont été trouvées 
comme étant partagées entre les fèces et les surfaces de coquilles d’œufs à au moins un des deux 
temps d’échantillonnage. Ces partages sont significatifs en termes de santé animale et de 
salubrité des aliments.  
 
La filière chair, contrairement à la filière ponte, n’est pas munie pour l’instant d’un 
système de surveillance standardisé pour les agents pathogènes, comme Salmonella (Fédération 
des producteurs d’œufs du Québec, 2015). Comme mentionné précédemment, la surveillance 
(e.g. tests de dépistages, prélèvements) dépend de la compagnie qui possède le troupeau 
d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair et/ou des exigences des pays importateurs. Par 
contre, un comité est mis en place actuellement au Québec et un programme pour la surveillance 
de Salmonella pour les oiseaux reproducteurs de poulet de chair sera disponible d’ici quelques 
années. D’ici ce temps, il conviendrait de rendre les normes de biosécurité plus sévères et 
obligatoires sur les sites de production primaire de poulets de chair. Cela diminuerait de 
beaucoup les risques de contamination des troupeaux par des agents pathogènes, ainsi que la 
propagation de ces derniers vers la chaîne alimentaire. Une surveillance accrue et l’obligation 
d’adopter les BPP proposées par l’industrie tout au long de la chaîne de production sont 
indispensables afin de promouvoir la santé et le bien-être animal, ainsi que la salubrité des 
aliments destinés aux consommateurs. Les séquences bactériennes identifiées au niveau de la 
production primaire de poulets de chair dans la présente étude pourront être comparées avec 




biologie moléculaire tel que le « High Resolution melt » (HRM). Cette technique s’appuie sur 
le principe de la PCR et mesure la température de dissociation de différents ADN doubles brins 
(Gundry et al, 2003). Le HRM nous permettra donc de connaître si les souches retrouvées plus 
haut dans la pyramide (i.e. l’étage de la multiplication) sont celles retrouvées dans les élevages 
de poulets de chair, à l’abattoir, mais également dans le produit final. Si les souches circulantes 
chez les oiseaux reproducteurs sont celles présentes dans le produit final, ces résultats seront 
très pertinents dans une perspective de santé publique afin de mettre en place des mesures 
correctives pour éviter une telle contamination le long de la chaîne de production.  
 
Enfin, les résultats de ce projet pourront aider l’industrie avicole à mettre en place des 
stratégies alimentaires plus efficaces pour les poules pondeuses, autant chez la poule 
reproductrice que chez la poule pondeuse commerciale, afin de modifier le microbiote retrouvé 
à la surface des coquilles d’œufs. En effet, la présente étude a démontré que certaines 
communautés bactériennes semblent mieux adaptées à survivre sur la coquille de l’œuf que 
d’autres. Par exemple, la famille des Ruminococcaceae, qui représentait seulement 1% de la 
totalité du microbiote fécal, était la famille la plus abondante du microbiote présent à la surface 
des coquilles d’œufs. Inversement, certaines OTUs associées au genre Lactobacillus dominaient 
les matières fécales sans se retrouver à la surface des coquilles d’œufs. Ces résultats sont 
indispensables afin de pouvoir établir une stratégie alimentaire qui modulera de façon 
importante les communautés microbiennes du TGI qui ont un réel impact sur la microbiologie 
de l’œuf, comme la famille des Ruminococcaceae. Pour la filière avicole de type chair, ces 
nouvelles stratégies alimentaires pourront ultérieurement permettre de moduler le microbiote du 




5.2 Aspects innovateurs 
 
 Cette étude a fourni des données de biologie moléculaire sur le microbiote fécal des 
oiseaux reproducteurs de poulet de chair en production au Québec et sur le microbiote retrouvé 
à la surface des coquilles d’œufs pondus par ces oiseaux grâce à des approches de biologie 
moléculaire les plus novatrices. De plus, une évaluation du transfert de l’écosystème microbien 
fécal parental vers la surface de la coquille de l’œuf a également été effectuée grâce à ce projet 
de recherche. À notre connaissance, c’est la première fois qu’une étude de microbiote est 
effectuée au niveau de la production primaire de poulets de chair, décrivant la composition et 
la structure des communautés bactériennes des fèces d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair 
et celles à la surface des œufs pondus en utilisant le séquençage à haut débit du gène codant 
pour l’ARNr 16S. Aussi, cette étude a démontré la pertinence de décrire le microbiote à 
plusieurs niveaux taxonomiques, en plus d’utiliser plus d’une base de données pour faire 
l’assignation taxonomique des séquences microbiennes. En effet, plusieurs différences ont été 
observées selon la base de données utilisée, ce qui se distingue de la majorité des études de 
microbiote antérieures qui n’avaient utilisé qu’une seule base de données, ce qui reflète moins 
fidèlement la diversité taxonomique présente au sein d’un microbiote. La présente étude a 
identifié des phyla et des familles jamais associées auparavant avec des fèces de poules ou des 
surfaces de coquilles d’œufs. De plus, cette étude a révélé pour la première fois que tant la 
diversité alpha que la diversité bêta retrouvées à la surface des coquilles d’œufs évoluaient dans 
le temps et étaient spécifiques au troupeau. Les données recueillies ont permis d’étudier 
l’influence du temps (i.e. intervalle de 4 semaines) sur la stabilité du microbiote fécal de poules 
reproductrices adultes et de mettre en évidence des différences significatives quant à cette 




à démontrer que le transfert du microbiote fécal d’oiseaux en ponte vers la surface des coquilles 
d’œufs n’est pas systématique et que les genres bactériens partagés ne sont pas nécessairement 
associés aux communautés majoritaires présentes dans les matières fécales et à la surface des 
coquilles d’œufs.    
 
5.3 Limites de l’étude 
 
 Les récentes technologies de séquençage à haut débit mises en œuvre dans des approches 
de métagénomique 16S ont grandement contribué à mieux caractériser les microbiotes de 
volailles, nous donnant un portrait plus réaliste de la dynamique bactérienne dans la chaîne de 
production animale en regard de la salubrité alimentaire, de la santé animale et de la santé 
publique (Deusch et al, 2014). Néanmoins, ces approches moléculaires peuvent présenter 
plusieurs limites. Des travaux d’optimisation des méthodes d'échantillonnage (Musgrove et al, 
2005; Grizard et al, 2014) et des protocoles d'extraction d'ADN, une meilleure prise en compte 
de l’impact de congélations et décongélations répétées des échantillons, de la sensibilité des 
étapes de la PCR (Zhu et al, 2002; Sergeant et al, 2012) et de la nécessité de l’harmonisation 
des bases de données utilisées pour faire l'attribution taxonomique des séquences (Balvociute et 
al, 2017), susceptibles de favoriser ou de défavoriser certaines communautés microbiennes, sont 
aujourd’hui des limites inhérentes à l’ensemble des études faisant appel à la métagénomique 
16S et sont des défis à relever dans le futur afin d’améliorer la reproductibilité et la comparabilité 
des analyses de communautés microbiennes.  
 
 Dans cette étude, différents facteurs circonstanciels liés au plan d’échantillonnage ont 




plusieurs semaines. De plus, lors des différentes étapes du protocole expérimental réalisées au 
laboratoire, d’autres procédures de congélation et décongélation ont lieu, entraînant 
potentiellement une diminution du nombre de lectures Miseq et donc, du nombre d'OTUs 
détectées dans les échantillons. Cela a donc possiblement causé une perte de diversité, mais 
aussi un débalancement de la distribution des communautés microbiennes présentes au sein des 
deux types d’écosystèmes, en favorisant celles qui sont plus résistantes à ces variations. 
Cependant, compte tenu du fait que tous les échantillons ont été soumis aux mêmes étapes, 
l’influence de cette approche n’influence aucunement la possibilité de comparaison des 
échantillons entre eux pour la présente étude. 
 
Pour les œufs de poules, il a déjà été rapporté que la méthode utilisée pour étudier les 
bactéries présentes à la surface de la coquille influençait significativement sur l’identité et la 
quantité des communautés observées (Musgrove et al, 2005). Ainsi, le fait de frotter la surface 
de la coquille résulterait en de plus faibles abondances relatives lors de l’extraction d’ADN que 
lorsque la coquille est mise en pièces. Effectivement, lors du frottage, il a été rapporté que la 
totalité du microbiote ne pouvait pas être échantillonnée considérant que les bactéries présentes 
dans les pores de la coquille ne pouvaient pas être récupérées (i.e. bactéries aérobiques). La mise 
en pièces de la coquille permettrait une description plus complète en termes de structure des 
communautés et de diversité de ces micro-organismes (Grizard et al, 2014). Dans la présente 
étude, le frottage des coquilles a pu donc entrainer une diminution de la quantité, mais aussi de 
la diversité des communautés bactériennes présentes à la surface des coquilles d’œufs. Il est 




vue du bien-être animal et des pertes économiques pour le producteur dans le cadre de la 
présente étude.  
 
 Lors de la réalisation des analyses, étant donné que les séquences associées aux lingettes 
contrôles ont dû être retirées des échantillons de surfaces de coquilles d’œufs afin ne de garder 
au final que les séquences présentes uniquement sur les surfaces de coquilles d’œufs, la perte 
d’une quantité non négligeable de séquences a pu entraîner une réduction de la couverture 
d’échantillonnage pour ces échantillons-ci. Les séquences retirées attribuables aux lingettes 
auraient potentiellement pu provenir de l’air ambiant des bâtiments visités, contribuant peut-
être au microbiote retrouvé à la surface des coquilles, mais aussi des lingettes autoclavées elles-
mêmes. Cependant, dans ces circonstances, cette méthodologie était la meilleure à adopter. 
L’utilisation de lingettes ayant un meilleur statut microbiologique initial optimiserait peut-être 
les résultats lors de prochaines études.  
 
 Finalement, l’effet d’une modification alimentaire sur le microbiote fécal des poules, sur 
le microbiote retrouvé à la surface de la coquille de l’œuf et sur le transfert du microbiote fécal 
vers la surface de l’oeuf devait être évalué. Cependant, l’hétérogénéité imprévue de l’âge des 
oiseaux au jour zéro (J0) de l’étude ou au J0 du traitement a empêché toute conclusion sur l’effet 
de l’additif alimentaire ajouté à la moulée de certains des troupeaux échantillonnés. Cette 
hétérogénéité de l’âge des oiseaux échantillonnés est également un facteur limitant dans les 
analyses de résultats, principalement pour les comparaisons regroupant les échantillons de J0 de 




simplement été évalué en fonction de l’intervalle de 4 semaines entre les deux périodes 




 Plusieurs études complémentaires seront nécessaires afin de mieux comprendre le rôle 
des communautés bactériennes transmises à la surface des coquilles d’œufs sur la santé des 
poussins et ultérieurement sur la santé publique. La méthodologie utilisée pour notre étude a 
permis de faire l’assignation taxonomique des séquences et a fourni leur abondance relative, 
mais elle n’a pas permis d’assigner leurs fonctions dans l’échantillon (Deusch et al, 2014). 
Aussi, puisque les bases de données utilisées ont permis de décrire les microbiotes jusqu’au 
niveau du genre seulement, il serait intéressant de faire une confirmation par culture, surtout en 
ce qui concerne les genres potentiellement pathogènes et ceux d’altération identifiés dans les 
deux types d’échantillons afin de mieux évaluer les risques dépendamment des espèces et 
souches bactériennes identifiées.  
 
 Notre étude a démontré que certaines bactéries semblaient s’attacher/survivre 
préférentiellement à la surface de la coquille de l’œuf que d’autres. Des études complémentaires 
sont nécessaires afin de comprendre les mécanismes d’adhésion des communautés bactériennes 
retrouvées sur l’œuf, car pour certaines bactéries ne possédant pas de propriété particulière de 
fixation (e.g. flagelle, fimbriae, lipopolysaccharide, SPI-1 pour Salmonella) (Van Immerseel et 
al, 2005), leur représentation dans les fèces et dans l’environnement ne permet pas d’expliquer 





 Comme notre étude suggère que les matières fécales ne sont pas entièrement 
responsables de la composition du microbiote à la surface des coquilles d’œufs, les expériences 
futures devraient inclure davantage d'échantillons maternels et environnementaux tels que des 
plumes, de la litière provenant des nids, des écouvillons de convoyeurs et plus dans le but 
d’identifier d’autres éléments contributeurs. D’ailleurs, les résultats d’une étude récente menée 
sur les œufs d’oiseaux sauvages couvés ont bien démontré que les communautés microbiennes 
retrouvées sur la coquille étaient plus riches et plus diverses que celles du cloaque, indiquant 
que plusieurs sources participent à l’établissement du microbiote retrouvé à la surface des œufs 
(van Veelen et al, 2017). 
 
 Afin de rendre plus complète l’étude du microbiote à la surface des coquilles d’œufs, 
des travaux complémentaires devraient inclure l’étude des champignons. Il a déjà été rapporté 
que les champignons utilisaient leurs hyphes afin de pénétrer la cuticule de l’œuf et de la digérer 
augmentant ainsi le nombre de pores disponibles pour la contamination de l’intérieur de l’œuf 
par des bactéries pathogènes environnantes (Grizard et al, 2015). Par ailleurs, la contamination 
du contenu de l’œuf par les bactéries a déjà été positivement corrélée avec la présence de 
champignons sur la coquille de celui-ci (Cook et al, 2003). 
 
 Il n’y a pas de standardisation concernant la méthode d’analyse des échantillons traités 
dans les études utilisant la méthodologie du marqueur ADN du gène codant pour l’ARNr 16S 
ce qui empêche, jusqu’à un certain point, la comparaison de résultats entre différents travaux. 
L’une des nombreuses raisons est que plusieurs bases de données nécessaires pour faire 




futures d'utiliser la base de données OTT comme taxonomie de référence. D’ailleurs, une récente 
étude a démontré qu’OTT est la plus vaste et la plus complète parmi les cinq bases de données 
les plus utilisées (Silva, RDP, GreenGenes, NCBI et OTT) dans les études ciblant le gène codant 
pour l'ARNr 16S et qu’en plus, toutes les autres se mappaient bien dans celle-ci (Balvociute et 
al, 2017). Cette approche représenterait une étape vers une standardisation.  
 
 Finalement, tel que mentionné précédemment, la planification d’un échantillonnage plus 
rigoureux, i.e. avec des oiseaux de même race et de même âge, à des temps de vie plus ciblés et 
en uniformisant davantage les éléments de régie entre les troupeaux permettrait de mieux décrire 
l’influence de certains facteurs spécifiques, comme l’ajout ou non d’un additif alimentaire, entre 

















 Cette étude a fourni la première description de la structuration des communautés 
bactériennes présentes dans les fèces d’oiseaux reproducteurs de poulet de chair et sur la surface 
des coquilles de leurs œufs pondus en utilisant la technologie de séquençage à haut débit du 
gène codant pour l’ARNr 16S. De plus, la stabilité et la variabilité de ces microbiotes ont été 
décrites à travers le temps pour un même lot, mais aussi entre différents troupeaux. Finalement, 
ce projet de recherche a permis d’évaluer pour la première fois la contribution du transfert du 
microbiote fécal parental à l’établissement du microbiote retrouvé à la surface des œufs pondus. 
Les principales conclusions de cette étude sont que : 
 
!! Les communautés bactériennes majoritaires (plus de 1% de la composition totale) et leur 
abondance relative dans les fèces des oiseaux reproducteurs de poulet de chair et à la 
surface de leurs œufs sont différentes. La base de données utilisée pour faire 
l’assignation taxonomique des séquences contribue à l’expression de cette différence. 
!! Le temps d’échantillonnage et le troupeau sont deux facteurs qui influencent 
significativement la diversité alpha du microbiote des fèces et de celle de la surface des 
coquilles d’œufs, mais de façon différente. L’influence de ces facteurs sur la diversité 
alpha est plus marquée pour le microbiote retrouvé à la surface de l’œuf que pour celui 
des fèces. 
!! Le temps d’échantillonnage et le troupeau sont deux facteurs qui influencent 
significativement la diversité bêta du microbiote des fèces et celle retrouvé à la surface 




!! La contribution de l’écosystème microbien fécal de poules pondeuses reproductrices à 
l’établissement du microbiote retrouvé à la surface de leurs œufs pondus n’est pas directe 
et systématique. 
!! Il y a une sélection qui s’effectue lors du transfert du microbiote fécal parental vers celui 
retrouvé à la surface des coquilles d’œufs pondus qui pourrait être influencée par la 
capacité de certaines bactéries de s’attacher à la coquille ou de persister sur celle-ci. 
!! D’autres sources que les fèces des oiseaux reproducteurs de poulet de chair semblent 
contribuer à la composition du microbiote retrouvé à la surface de la coquille de l’œuf. 
!! 1790 OTUs ont été systématiquement partagées entre les fèces d’oiseaux reproducteurs 
de poulet de chair et la surface des œufs pondus et ceux-ci n’étaient pas nécessairement 
associées aux communautés majoritaires présentes dans chacun des deux types 
d’échantillons.  
!! Des séquences associées aux bactéries potentiellement pathogènes et d’altération 
Acinetobacter, Campylobacter, Escherichia, Helicobacter, Listeria, Pseudomonas, 
Proteus, Salmonella et Staphylococcus ont été partagées entre les deux types 
d’échantillons à au moins un des deux temps d’échantillonnage. 
 
Compte tenu de l’implication possible des bactéries retrouvées dans les deux types 
d’échantillons, tant dans une perspective de santé animale que de santé publique, tous les 
intervenants impliqués aux différents maillons de la chaîne de production des volailles 
(différents étages de la pyramide des filières de ponte et de chair) devraient être informés de ces 
résultats. Rendre obligatoire la mise en place de mesures de biosécurité strictes, mais aussi une 




reproducteurs de poulet de chair et la surface des œufs contribuerait à prévenir la colonisation 
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